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La drogodependencia constituye uno de los principales problemas de 
salud pública que afectan a la sociedad actual, estando presente en todos los 
niveles sociales. Tanto el consumo de drogas de abuso como las 
consecuencias derivadas del mismo son un tema de preocupación primordial 
para todos los países, desarrollados o en vías de desarrollo. Entre esas 
consecuencias se encuentran las económicas, jurídicas, sanitarias, sociales, 
etc., de ahí que constituya uno de los problemas que más preocupan a los 
ciudadanos. 
Desde finales del siglo XX las drogas más consumidas a nivel mundial 
han sido principalmente la heroína, la cocaína y el cannabis. En la última 
década de dicho siglo el consumo de heroína comenzó a experimentar una 
disminución, dejando el protagonismo a la cocaína, al mismo tiempo que 
tenían lugar cambios en los patrones de consumo, dando lugar a un uso 
principalmente recreativo de las drogas. 
El elevado consumo de estupefacientes en España hace necesaria la 
investigación continuada en este campo, tanto desde el punto de vista 
analítico como toxicológico. La creciente demanda de análisis a los 
laboratorios de Toxicología Forense, desde la Administración de Justicia y 
centros de drogodependencia, obliga a optimizar constantemente las técnicas 
de preparación de muestras biológicas, así como las técnicas de 
determinación de las diferentes drogas de abuso implicadas en los múltiples 
casos de intoxicación que se producen. Se trata de ahorrar tiempo, dinero y 
cantidad de muestra, siempre que esto no vaya en detrimento de la 
sensibilidad y de la reproducibilidad del método analítico empleado. 
Tradicionalmente, para la determinación de drogas de abuso se 
analizaban muestras de orina, y sangre. Con el transcurso del tiempo se han 
incorporado otras muestras biológicas, conocidas como matrices biológicas 
alternativas, como son: pelo, sudor, saliva, semen y uñas, permitiéndonos 
	

ampliar la búsqueda de las drogas y/o sus metabolitos, presentes en un 
determinado tejido o fluido biológico. 
En esta Tesis Doctoral se ha empleado el pelo como matriz biológica, de 
manera que se proporciona información sobre el tiempo del consumo y su 
intensidad, debido a su amplia ventana de detección en comparación con las 
denominadas matrices biológicas convencionales. 
El principal objetivo de este trabajo ha sido el desarrollo de nuevos 
métodos de preparación de la muestra para la rápida extracción y detección 
de las drogas de abuso estudiadas. Finalmente se ha llevado a cabo la 






















































1. El análisis toxicológico. El pelo 

















1. EL ANÁLISIS QUÍMICO-TOXICOLÓGICO 
Por análisis toxicológico se entiende el conjunto de procesos analíticos 
encaminados a poner de manifiesto la presencia de una sustancia de las 
consideradas tóxicas en una muestra. 
Existen tres fases claramente diferenciadas dentro de la actividad de un 
laboratorio de toxicología: 
A. Preanalítica: incluye la recepción y registro de la muestra y su 
documentación. 
B. Fase propiamente analítica o realización de los análisis que 
correspondan. 
C. Interpretación de los resultados y redacción de un informe. En caso 
necesario, para aclarar todas las eventualidades, deben realizarse 
nuevos análisis de las mismas muestras; por ello, se deben 
conservar un tiempo prudencial, manteniendo en todo momento la 
cadena de custodia. 
Unas veces la sustancia problema puede ser un fluido biológico (sangre, 
orina, saliva) o porciones de tejidos (hígado, riñón, cerebro, uñas, pelos) en 
los que se debe buscar la presencia de un producto exógeno (xenobiótico), 
con el objeto de informar a los tribunales de justicia (toxicología forense) o 
para establecer el diagnóstico y controlar el curso terapéutico (toxicología 
clínica) [1]. 
Esta Tesis Doctoral se va a centrar en una matriz biológica en concreto, 
el pelo. Para ello se detallarán aspectos fundamentales referidos al trabajo 
con este elemento, sus ventajas e inconvenientes frente a otras matrices 
denominadas “convencionales”, las dificultades prácticas a la hora de 





1.1. El PELO COMO MATRIZ BIOLÓGICA 
El pelo fue considerado siempre por los toxicólogos como una matriz 
importante para el estudio de determinados tóxicos, fundamentalmente el 
arsénico y otros compuestos metálicos, debido a sus propiedades. 
Con el desarrollo de la tecnología analítica, ofreciendo métodos con 
suficiente sensibilidad, se comprobó que también se incorporaban al pelo 
sustancias orgánicas, como por ejemplo las drogas. Así, en el año 1979, 
Baumgartner y col. extrajeron opiáceos en pelo procedente de consumidores 
de heroína para análisis por radioinmunoensayo (RIA). A partir de entonces, 
el pelo ha recibido considerable atención ya que puede ser utilizado para la 
detección de todo tipo de sustancias en consumidores habituales de 
estupefacientes [2]. 
El análisis de drogas de abuso en pelo tiene varias ventajas probatorias 
respecto al uso de otras matrices, entre las que destacan: 
I. La inexistencia de riesgo de falsificación por abstinencia temporal 
o adulteración. 
II. La recogida de la muestra se puede realizar bajo estrecha 
vigilancia y sin invadir la privacidad del individuo. 
III. La posibilidad de tomar una segunda muestra de la misma 
persona para efectos de identificación y comparación o 
contraanálisis. 
IV. La estabilidad tanto de la muestra de pelo como de los analitos 
presentes en la misma, incluso bajo condiciones ambientales 
adversas. 
V. La posibilidad de almacenarla casi indefinidamente sin 
refrigeración. 
VI. El análisis proporciona información sobre el tiempo de consumo y 
su intensidad. 
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Todas estas ventajas, junto a una amplia ventana de detección, hacen 
que muchas veces el análisis de drogas de abuso en pelo sea más eficiente 
que el de sangre u orina para detectar a los consumidores. 
Las drogas aparecen en el pelo (de la cabeza) aproximadamente entre 
los 4 y 7 días post-ingesta, y permanecen en él indefinidamente. Es por ello, 
que el análisis inmediatamente posterior a la administración de droga se 
realizará en orina para determinar la presencia de la misma, sin embargo, un 
análisis de pelo (próximo a la raíz) realizado aproximadamente un mes 
después del análisis de orina confirmará la presencia de droga en el 
organismo en el momento en que este primer análisis post-ingesta fue 
realizado. 
1.1.1. ANATOMÍA Y FISIOLOGÍA DEL PELO 
 El pelo es un tejido sólido, cuya biología y fisiología aún no están 
completamente comprendidas. Es un anexo de la piel, originado desde el 
folículo piloso donde se encuentran las células germinativas (Figura 1.1). 
Estas células dan origen a los distintos estratos del pelo, incluyendo cutícula 
y médula. La cutícula es la capa más externa, le sigue una capa intermedia 
que es la corteza y la más interna es la médula. La función de la cutícula es 
la de proteger de las agresiones ambientales a las células de la corteza, por 
ejemplo de la radiación ultravioleta, agentes químicos y estrés mecánico. A 
medida que el pelo envejece hay una degradación de las células de la 
cutícula y por tanto, de su función protectora. Además, ésta también puede 
verse afectada por tratamientos cosméticos, radiación ultravioleta, etc, 
factores que pueden influir en la fijación y estabilidad de drogas en el cabello 
[3]. 
 El pelo está constituido por proteínas (entre 65 % y 95 %), lípidos (1 % a 








Figura 1.1. Diagrama simplificado del folículo piloso. 
 
 En cuanto al crecimiento del pelo, se suelen distinguir tres fases (Figura 
1.2): 
A. ANAGEN: fase de crecimiento activo, la duración puede oscilar entre 
4 y 6 años. 
B. CATAGEN: fase de transición, dura varias semanas. 
C. TELOGEN: fase de reposo, el crecimiento cesa completamente, 









Figura 1.2. Ciclo del crecimiento del pelo. 
 
 Se considera que en el cuero cabelludo de un adulto el 85 % de los 
cabellos se encuentran en la fase anagénica y el 15 % en la fase de reposo. 
La zona occipital es la que presenta menos variabilidad en la velocidad de 
crecimiento y en la que el número de folículos en fase anágena es más 
constante; por ello se recomienda tomar la muestra de cabello para su 
análisis de esta zona de la cabeza. 
1.1.2. MECANISMOS DE INCORPORACIÓN DE DROGAS AL PELO 
 A día de hoy, aún no se conocen con exactitud los mecanismos 
concretos involucrados en la incorporación de drogas al pelo, pero en general 
se acepta el modelo multicompartimental demostrado por Henderson [4], que 








Figura 1.3. Incorporación y eliminación de drogas en el pelo. 
 
I. Difusión pasiva de la droga desde la sangre a las células en 
crecimiento en el folículo piloso. 
II. Difusión desde secreciones como sudor y sebo. 
III. Contaminación externa ambiental, después de formación del pelo. 
 Las drogas y/o sus metabolitos son distribuidos a lo largo del cuerpo del 
pelo básicamente por difusión pasiva desde la sangre. La distribución de 
drogas a través de las membranas celulares es facilitada generalmente por la 
alta solubilidad lipídica, baja unión a proteínas y factores físico-químicos 
como la forma no ionizada de las drogas en la sangre.  
 El sebo es un material lipídico excretado por las glándulas sebáceas y 
que puede también contribuir a la deposición de drogas en el pelo. Estas 
glándulas se hallan asociadas principalmente a los folículos pilosos, aunque 
algunas glándulas tienen ductos que les hace secretar sebo directamente a la 
superficie de la piel. 
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 El sudor juega un rol importante en la incorporación de drogas al pelo. 
Los analitos predominantes generalmente encontrados en pelo son las 
drogas intactas, o sea sin metabolizar, en vez de los analitos más polares 
que preferiblemente predominan en orina. 
 En cuanto a la contaminación ambiental, hay estudios que evidencian 
que ésta afecta al pelo, dificultando así la distinción de una administración 
voluntaria de la droga de una involuntaria (administración pasiva) ante un 
resultado analítico positivo. 
 Desde un punto de vista químico existen tres factores fundamentales 
para la incorporación de una droga en el pelo: 
 Afinidad por la melanina. 
 Lipofilia. 
 Basicidad. 
 Existen estudios científicos que demuestran que la melanina juega un 
papel importante en la incorporación de drogas en el pelo. Así, para drogas 
básicas, se ha encontrado que la concentración de las mismas fijadas en pelo 
pigmentado es mucho mayor que en pelo claro [5,6]. 
 En cuanto a la lipofilicidad, también se ha documentado que es un factor 
primordial en la fijación de las drogas en este tipo de matriz; por ejemplo, la 
cocaína y la heroína son mucho mejor incorporadas a la matriz del pelo que 
sus metabolitos benzoilecgonina y morfina, por ser las primeras más 
liposolubles. 
 El carácter ácido o básico de una sustancia es el tercer factor clave. La 
matriz del pelo es más ácida que la sangre (pH 7.4), así pues, el gradiente de 
pH resultante es más conveniente para la transferencia de bases que de 






1.1.3. ETAPAS DEL PROCEDIMIENTO DE ANÁLISIS EN PELO 
A. Toma de muestra: debe ser realizada en un ambiente no 
contaminado por las drogas, y se debe recolectar una cantidad suficiente por 
si hubiese que repetir los análisis. Como se ha dicho anteriormente, el pelo 
se debe obtener de la región occipital y lo más próximo posible al cuero 
cabelludo [7]. El peso ideal de la muestra sería de unos 100 – 200 mg. Es 
conveniente marcar y diferenciar la raíz de la punta, y anotar el color, 
características y tratamientos cosméticos a los que se ha sometido el pelo. El 
almacenamiento debe hacerse en un lugar seco, a temperatura ambiente y 
protegido de la luz solar, guardando la muestra en un folio de aluminio o en 
una bolsa de papel adecuadamente rotulada. 
B. Segmentación: si la longitud de la muestra lo permite, se puede 
dividir el mechón en segmentos, lo que nos permitirá determinar con más 
detalle el historial de consumo del individuo. 
C. Descontaminación: el lavado de la muestra es necesario por dos 
motivos, el primero porque los residuos de los productos de cuidado capilar y 
de sustancias como sudor, sebo, etc pueden interferir en la señal de 
detección de los analitos, aumentando el ruido de fondo; y segundo, porque 
si un individuo se encuentra en un ambiente donde están presentes drogas, 
éstas se pueden adherir de forma externa a su pelo con el consiguiente 
peligro de ocasionar falsos positivos. 
En cuanto a los disolventes apropiados para la etapa de lavado, 
generalmente se acepta que los orgánicos como diclorometano o acetona 
sólo eliminan la contaminación superficial, mientras que disoluciones acuosas 
o metanol podrían llegar a extraer drogas de la matriz del pelo. No obstante, 
la Society of Hair Testing (SoHT) recomienda que en la etapa de lavado se 
utilicen ambas opciones [8]. 
Después del lavado, se procede al secado del cabello, para ello se deja 
24 horas en una estufa a 40ºC. 
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D. Homogeneización de la muestra: una vez que la muestra se ha 
lavado y está seca se procede a pulverizar el pelo o en su defecto cortarlo en 
porciones muy pequeñas (inferiores a 5 mm). En nuestro caso, hemos optado 
por la pulverización de la muestra, utilizando para ello un molino de bolas, 
que está constituido por un recipiente (de tamaño variable y de distintos 
materiales) relleno de bolas de un determinado diámetro. Una vez que la 
muestra se ha colocado en el interior del cilindro junto con las bolas, se la 
somete a un movimiento giratorio elevado lo que provoca que las bolas 
rueden en su interior provocando la trituración al chocar con la muestra. Se 
consiguen tamaños de partícula menores de 1 µm partiendo de tamaños de 
10-50 mm. 
E. Incubación y extracción: el análisis de pelo implica un pretratamiento 
para liberar las drogas de la matriz queratínica. El extracto resultante puede 
ser directamente utilizado en técnicas de screening o requerir una etapa de 
limpieza previa a los procedimientos de confirmación. 
 Los principales métodos de incubación incluyen extracción con 
disoluciones ácidas o básicas, extracciones con metanol o digestiones con 
enzimas proteolíticas. En el caso de las disoluciones básicas, debemos tener 
cuidado con la hidrólisis parcial que pueden sufrir compuestos como la 
cocaína (a benzoilecgonina) o la 6-monoacetilmorfina (a morfina). En cuanto 
a la extracción con metanol, no presenta el problema de la hidrólisis, pero el 
extracto resultante es muy impuro, de manera que necesitará una etapa de 
limpieza y además las recuperaciones suelen ser más bajas que en el resto 
de los métodos. La digestión enzimática produce buenas recuperaciones y no 
presenta problemas de hidrólisis; la desventaja la representa su mayor coste 
frente a las demás alternativas [8,9]. 
F. Limpieza (clean-up): como acabamos de exponer, a veces el extracto 
resultante de la incubación necesita una etapa de limpieza y/o 
preconcentración. Los métodos más comúnmente utilizados son la extracción 
líquido-líquido (Liquid-Liquid Extraction, LLE) y la extracción en fase sólida 




G. Detección y cuantificación: podemos emplear alguna técnica de 
screening como por ejemplo un enzimoinmunoensayo para obtener unos 
resultados cualitativos preliminares. Posteriormente estos resultados habrá 
que confirmarlos con técnicas más sensibles y precisas, como cromatografía 
de gases acoplada a espectrometría de masas (Gas Chromatography-Mass 
Spectrometry, GC-MS) o cromatografía líquida de alta resolución acoplada a 
espectrometría de masas (High Performance Liquid Chromatography-Mass 
Spectrometry, HPLC-MS), debido a que el nivel de drogas en pelo es muy 
inferior al encontrado en sangre y orina. La SoHT recomienda que el método 
de confirmación incluya la determinación de la droga padre y sus metabolitos 
para poder distinguir claramente entre contaminación externa o consumo de 
la droga [8]. 
1.1.4. LIMITACIONES DE LOS ANÁLISIS DE PELO 
 A pesar de sus múltiples ventajas, el análisis de pelo también presenta 
algunas limitaciones; como por ejemplo el hecho de que los resultados 
obtenidos de estos análisis no se pueden extrapolar para establecer si, un día 
concreto, un individuo consumió o no una determinada sustancia. 
 Recordemos que cuando la longitud de la muestra lo permite, se puede 
hacer un análisis por segmentos. Para ello, el mechón se corta en segmentos 
de longitud variable, aunque nunca inferior a 1 cm, lo que correspondería a 
un mes de consumo, trozos inferiores no permitirían resultados seguros y 
precisos. El análisis de los distintos segmentos nos proporciona las 
concentraciones de las drogas presentes, indicativas del consumo medio 
durante el período de tiempo correspondiente al crecimiento del segmento, es 
decir, del mes anterior a la toma de la muestra en el caso de un fragmento de 
1 cm. A lo más que podemos llegar a decir es que durante el período del mes 
que interesa, las concentraciones medias obtenidas se corresponden con un 
consumo alto, medio o bajo de drogas. También es importante puntualizar 
que estos datos de consumo alto, medio o bajo correspondiente a un 
segmento de 1 cm no son indicativas de que el consumo haya sido alto, 
medio o bajo todos los días del mes, sino que representan la media en el 




tiempo considerado (puede ser que unos días el consumo haya sido alto y 
otros días inexistente) [3]. 
 Otro aspecto relevante es la relación entre la dosis de droga consumida 
y la concentración posteriormente detectada en el pelo. A este respecto, se 
han realizado varios estudios intentando establecer una correlación, que no 
se ha podido demostrar. Este hecho se puede atribuir a algunas 
circunstancias individuales como el ciclo de crecimiento del pelo, el color del 
pelo o los tratamientos cosméticos, así como la cantidad de sudor y de 
secreciones de las glándulas apocrinas y sebáceas. 
 En cuanto al tratamiento cosmético, se debe tener muy en cuenta a la 
hora de interpretar los resultados de los análisis de drogas en muestras de 
pelo. En condiciones normales, la cutícula está intacta y supone una barrera 
para la pérdida de las drogas incorporadas, pero algunos tratamientos 
cosméticos que utilizan ácidos o bases fuertes como la decoloración y la 
permanente, pueden dañar la cutícula, cambiar la estructura molecular de los 
pigmentos como la melanina o degradar las drogas incorporadas, lo que 
conlleva una disminución de las concentraciones de las sustancias de abuso 
en pelo. 
 
1.1.5. APLICACIONES DE LOS ANÁLISIS DE PELO 
 Entre las aplicaciones del análisis de pelo, se podría destacar la de 
apoyar o refutar un testimonio individual en un juicio o Audiencia 
Administrativa. 
 Las determinaciones en pelo pueden proporcionar datos sobre una 
historia de uso de droga durante largo tiempo. Por ello, también podrían ser 
utilizados para controles postratamiento. Asimismo, el análisis de pelo es 
importante en el control del uso de drogas en mujeres embarazadas, y su 
paso al recién nacido. 
 Prácticamente la totalidad de las drogas se pueden detectar en pelo. En 




• Cocaína y benzoilecgonina  
• Compuestos opiáceos (codeína, morfina y 6- monoacetilmorfina) 
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2. DROGAS EN ESTUDIO 
 El consumo de diversos tipos de droga fue una constante observada 
desde la antigüedad en numerosos pueblos y culturas. Pero el fenómeno de 
la drogodependencia sólo alcanzó una extraordinaria importancia, por su 
difusión, consecuencias sociales y sanitarias, en las últimas décadas. Este 
hecho se enmarca en las propias características de la sociedad industrial y 
de consumo. De modo que en los últimos dos siglos el ser humano pasó de 
recolectar las plantas silvestres, cuyo consumo tenía consecuencias 
psicotrópicas, a obtener y estudiar sus principios activos, purificarlos y 
modificar sus estructuras químicas para aumentar sus efectos, a cultivar 
estas plantas para lograr una gran producción; y finalmente, a la síntesis en 
el laboratorio de moléculas afines con el propósito de crear compuestos de 
mayor efecto y abaratar el coste de su facturación. A todo esto se ha sumado 
recientemente la imagen propagandística de que el “último producto creado” 
no produce daño ni adicción, a diferencia de las “viejas” y conocidas drogas. 
Esta progresiva manipulación galénica supuso la masificación del consumo 
de estas sustancias, perdiéndose el halo mágico-religioso que durante 
decenas de siglos los ha acompañado y mantenía su ingesta restringida a 
ciertas personas (por rango, posición religiosa, actividad laboral, etc.) y a 
ciertos momentos (en la guerra, en las ofrendas divinas, en ciertos actos 
médicos, etc.). 
El panorama mundial 
 En general, la situación del consumo de drogas a escala mundial se ha 
estabilizado. Aunque se ha registrado cierto aumento del número total 
estimado de consumidores de sustancias ilícitas, las estimaciones indican 
que el número de consumidores de drogas con dependencia o trastornos 
debidos al consumo de drogas ha permanecido estable. El aumento del 
número de consumidores estimado anualmente es reflejo, en gran medida, 
del aumento de la población mundial. 
 El creciente número de nuevas sustancias psicoactivas que aparecen en 




salud pública, no sólo por el creciente consumo, sino también por la falta de 
investigaciones científicas y el desconocimiento de sus efectos negativos [1]. 
2.1. COCAÍNA  
 La cocaína, fórmula empírica C17H21NO4 (Figura 2.1), es el alcaloide 
principal de las hojas de algunas plantas del género Erythroxylon como 
Erythroxylon coca, Erythroxylon Novogranatense y Erythroxylon Truxillense, 
de las cuales fue extraída por Friedrich Gaedcke en 1855 [2]. 

Figura 2.1. Estructura química de la cocaína. 
 Es un compuesto cristalino de color blanco y sabor amargo, soluble en 
agua y que reacciona con los ácidos formando sales. Penetra directamente 
en el sistema nervioso central (SNC) a través del torrente sanguíneo 
produciendo una sensación agradable, anestésica y estimulante. Los efectos 
anorexizantes e inhibidores del sueño se producen al actuar directamente 
sobre el hipotálamo, el sistema reticular ascendente y en el cerebelo. 
2.1.1 FORMAS DE ABUSO 
Las formas de abuso de cocaína son de gran interés, ya que 
condicionan la farmacocinética, la actividad farmacológica, la toxicidad y el 
grado de adicción de la droga. Fundamentalmente se distinguen las 
siguientes formas de abuso: 
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 HOJAS DE COCA. Su administración se realiza por vía oral, 
masticándolas. 
 PASTA DE COCA. También se denomina sulfato de cocaína, pasta 
base o simplemente pasta; es el producto bruto o no refinado que resulta del 
primer proceso de extracción de la cocaína a partir de las hojas de coca. Se 
obtiene de la maceración de las hojas con ácido sulfúrico u otros productos 
químicos (alcalinos, disolventes orgánicos, amoníaco, etc). Contiene de un 40 
a 85% de sulfato de cocaína. Sirve de base para la posterior elaboración del 
clorhidrato de cocaína. Se administra por vía intrapulmonar (fumada). 
 CLORHIDRATO DE COCAÍNA. Es la sal de la cocaína formada con 
ácido clohídrico. Se presenta en forma de cristales escamosos blancos, más 
o menos adulterada. Se administra por vía intranasal (para esnifar) o se 
inyecta por vía venosa (no se puede fumar ya que se destruye por el calor). A 
veces se combina con heroína (speed ball) para evitar los efectos de rebote 
desagradables producidos por la cocaína. 
 COCAÍNA BASE. Se obtiene mezclando el clorhidrato de cocaína con 
una solución básica (amoníaco, hidróxido de sodio o bicarbonato sódico), 
luego se filtra el precipitado o se disuelve con éter y se deja que éste se 
evapore. Existen dos formas de consumo: la primera consiste en inhalar los 
vapores de base libre (“free base”), extraída del clorhidrato con disolventes 
volátiles (éter) a muy alta temperatura (800ºC) utilizando mecheros de 
propano. La complejidad del proceso (necesidad de pipa de agua, éter, 
mechero de propano) hacen que su uso esté menos extendido. El “crack” es 
la segunda forma de consumo; se obtiene añadiendo amoníaco a una 
disolución acuosa de clorhidrato de cocaína en presencia de bicarbonato 
sódico para alcalinizarla. Cuando se calienta a 98ºC, la base libre precipita en 
forma de pasta, que una vez seca presenta un aspecto similar al de la 
porcelana. 
2.1.2. FARMACOCINÉTICA 
La cocaína (COCA) es una base débil (pka = 8.6) que atraviesa 




hematoencefálicas). La absorción, los picos plasmáticos, la biodisponibilidad 
y las concentraciones alcanzadas tras el consumo dependen de la forma de 
presentación farmacológica y de la vía utilizada. La inhalación nasal del 
clorhidrato de cocaína, por ejemplo, produce efectos en pocos minutos (con 
un pico a los 20-30 minutos) que desaparecen completamente a los 60 
minutos (aunque pueden permanecer más si el efecto vasoconstrictor de la 
mucosa lentifica la absorción). Por vía intranasal la biodisponibilidad de la 
cocaína nunca supera el 40%. Las formas fumadas son más rápidas de 
acción (llegan a actuar en segundos), menos duraderas (por ello predisponen 
más al consumo compulsivo) y tienen una biodisponibilidad más irregular. La 
vía intravenosa es también muy rápida, proporciona una biodisponibilidad 
completa de la cocaína inyectada (100%) [3]. 
 
 La distribución de la cocaína es muy amplia y alcanza todo el 
organismo. Esto se debe a su alto volumen de distribución (1.96 a 2.7 L/Kg) y 
a su elevado porcentaje de unión a proteínas (en torno al 90%).  
 El metabolismo principal de la cocaína tiene lugar mediante una 
hidrólisis enzimática hepática rápida que produce los metabolitos inactivos 
benzoilecgonina (BEG) (45%), ecgoninametiléster (45%) y ecgonina (Figura 
2.2). También se producen cantidades menores de norcocaína (activa pero 
con acción clínica poco relevante). Todos los metabolitos de la cocaína 
tienden a acumularse en el tejido graso desde el cual se liberan lentamente. 
 La BEG aparece en orina hasta al menos 3-4 días después de un 
consumo moderado y, por ello es el metabolito más utilizado para determinar 
el consumo reciente en ámbitos asistenciales; no obstante, la sustancia 
predominante es la cocaína. 





Figura 2.2. Metabolismo de la cocaína. 
 El consumo concomitante de alcohol y cocaína da lugar por 
transesterificación hepática a la formación de cocaetileno, un compuesto que 
presenta mayor hepatotoxicidad que la cocaína y con una vida media 2 ó 3 
veces más larga. 
 En cuanto a la excreción, se produce principalmente por vía renal, 
siendo eliminada de forma inalterada entre el 1 y 5% de la droga. El pH de la 
orina influye de forma importante en el porcentaje de droga que se elimina de 




será hidrosoluble, lo que favorece su eliminación en la orina, y a pH básico 
será liposoluble, lo que dificulta su eliminación y favorece su reabsorción a 
nivel renal. El pH urinario depende de la dieta y del consumo de otras drogas, 
incluso algunos consumidores modifican el pH de la orina haciéndolo básico 
mediante la ingesta de, por ejemplo, bicarbonato sódico, en un intento de 
prolongar los efectos de esta sustancia.  
2.1.3. PREVALENCIA EN EL CONSUMO 
 La cocaína es la segunda sustancia psicoactiva ilegal de mayor 
prevalencia de consumo en España: el 8,8% de la población residente de 15-
64 años la ha probado alguna vez en la vida, el 2,2% lo ha hecho en el último 
año y un 1,1% en el último mes [4]. 
 En relación a las tendencias temporales, se ha dado un incremento de 
consumo de cocaína desde 1999 hasta 2005. En ese año, España ocupaba 
los primeros puestos del ranking mundial de países consumidores de 
cocaína. A partir de 2007 se observa la quiebra de la tendencia al alza del 
consumo y la estabilización de aquellas cifras de prevalencia que se refieren 
a los consumos más problemáticos (consumo en el último año y último mes). 
 Las prevalencias del consumo de cocaína son más elevadas entre los 
hombres que entre las mujeres; en concreto, 3,6% y 0,9% respectivamente 
[4]. 
 La edad media de inicio en el consumo de cocaína en polvo se sitúa en 
torno a los 21 años, acorde con la registrada en años anteriores. El inicio en 
el consumo de cocaína base es más tardío (22,4 años). 
 En términos generales cabe destacar que el descenso experimentado en 
el consumo de cocaína general, se hace fundamentalmente a expensas del 
consumo de cocaína en polvo, que es la forma mayoritariamente consumida. 
A nivel europeo, tanto los indicadores de consumo como los de oferta de 
cocaína muestran tendencias decrecientes en los últimos años y la 
espectacular reducción de los volúmenes incautados probablemente se debe, 
en parte, a la diversificación de las rutas de tráfico y a las técnicas por parte 
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de los grupos de delincuencia organizada [5]. Las incautaciones siguen 
siendo importantes en la Península Ibérica, pero proporcionalmente menos 
que en el pasado, mientras que los informes de incautaciones en Europa 
oriental son preocupantes y plantean la cuestión de su potencial para una 
difusión posterior del consumo. En los países con mayor prevalencia, tanto 
los datos de las encuestas como los de tratamiento apuntan a una 
disminución reciente del consumo, aunque los niveles siguen siendo altos en 
términos históricos. El número de muertes asociadas al consumo de cocaína 
ha disminuido ligeramente, aunque hay que tener prudencia al interpretar los 
datos en este ámbito. 
La cocaína se obtiene casi exclusivamente en Bolivia, Colombia y Perú, 
y se transporta a Europa por vía marítima y aérea. La principal ruta del tráfico 
en Europa parece pasar por la Península Ibérica, aun cuando el uso cada vez 
más frecuente de cargas en contenedor denota posiblemente la mayor 
importancia adquirida por los grandes puertos de Bélgica, los Países Bajos y 
los demás países de Europa occidental. Algunas grandes incautaciones 
realizadas en puertos en Bulgaria, Grecia, Rumania y los países bálticos son 
signos recientes de la diversificación actual de las rutas del tráfico de cocaína 
en Europa. 
En 2011 se notificaron en Europa unas 86000 incautaciones de cocaína, 
con un total de 62 toneladas de droga [5]. Esta cifra representa un descenso 
de casi el 50% desde el pico de 120 toneladas en 2006. También el número 
de incautaciones ha disminuido, aunque de forma menos acusada, desde el 
máximo de 100000 en 2008. Las mayores disminuciones se observan en la 
Península Ibérica, donde las interceptaciones combinadas de España y 
Portugal se redujeron de 84 toneladas en 2006 a 20 toneladas en 2011. 
La cocaína es la droga estimulante ilegal más consumida en Europa, 
aunque la mayoría de los consumidores se concentran en un número 
relativamente pequeño de países. Se estima que 2,5 millones de europeos 
jóvenes (el 1,9% de este grupo de edad) consumieron cocaína el último año 
[5]. Son relativamente elevados los niveles de consumo de adultos jóvenes 




Reino Unido. En los países con mayor prevalencia y con encuestas más 
recientes, esos niveles tendieron a alcanzar un máximo en 2008/2009 y luego 
mostraron disminuciones moderadas o se estabilizaron. En los demás países 
se mantuvieron relativamente bajos y estables, aunque Francia y Polonia 
notificaron incrementos en 2010. 
2.2. OPIÁCEOS 
 Se denominan sustancias opiáceas a todos aquellos compuestos 
extraídos del opio, así como sus derivados semisintéticos. No obstante, 
actualmente se prefiere utilizar el término opioide que englobaría a todas 
aquellas sustancias naturales, semisintéticas o sintéticas con propiedades 
farmacológicas próximas a la morfina. 
 La morfina (MORF) (Figura 2.3) y la codeína (COD) (Figura 2.4) son 
opioides naturales que se encuentran en el zumo de las semillas de la 
adormidera o Papaver somniferum. El zumo seco y fermentado se denomina 
opio, y contiene una mezcla de alcaloides-opiáceos (MORF, COD, tebaína, 
papaverina, noscapina, etc.). El opio puro contiene entre un 10 y un 17% de 







Figura 2.3. Estructura química de los isómeros de la morfina. 
 










Figura 2.4. Estructura química de la codeína. 
 
 La heroína (HER) (Figura 2.5) es un opioide semisintético que se 
sintetiza a partir de la MORF. Fue sintetizada por primera vez en 1874 por 
Heinrich Dreser tratando de buscar un fármaco con la potencia analgésica de 
la MORF pero sin su capacidad adictiva, aunque pronto se comprobó que sus 













 La metabolización de la HER tiene lugar mediante hidrólisis para dar 6-







Figura 2.6. Estructura química de la 6-MAM. 
 
 De forma general, podemos concluir que los opioides en estudio son 
sólidos blancos de sabor amargo y cristalizables, de carácter básico (pka 
próximos a 8), lipófilos, con pesos moleculares en torno a 300 g/mol (286 
g/mol para la MORF, 300 g/mol para la COD y 369 g/mol para la HER) con 
porcentajes de unión a proteínas bajos (35% para la MORF, 7% para la COD 
y 40% para la HER) y un elevado volumen de distribución (3-4 L/Kg para la 
MORF y 25 L/Kg para la HER).  
 
2.2.1 FORMAS DE USO DE LA HEROÍNA 
La HER puede utilizarse en una amplia variedad de formas, 
dependiendo de la preferencia del usuario y la pureza de la droga. 
Fundamentalmente se distinguen las siguientes formas de abuso: 
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1. Vía intravenosa: fue la forma de uso más común hasta el 
descubrimiento del síndrome de inmunodeficiencia adquirida (SIDA). 
Consiste en disolver el polvo en un poco 
de agua y unas gotas de limón (ácido 
cítrico) para incrementar la solubilidad y 
se calienta en una cucharilla previa a la 
carga en una jeringa y a través de un 
filtro de un cigarrillo o algodón para 
eliminar las impurezas (Figura 2.7). 
 
 
2. Fumada: es la forma de uso más empleada en la actualidad (chino de 




3. Inhalada: la HER se 
calienta sobre un papel de aluminio 
(Figura 2.8) y se inhalan los 






4. Esnifada: se trata de la administración de la HER en polvo por vía 
intranasal. 
Figura 2.7. Heroína inyectada 




Como ya hemos dicho, la aparición del SIDA y su devastadora irrupción 
entre los heroinómanos hizo que la forma de uso por vía intravenosa 
decayera. Esto unido a la disponibilidad de una HER de mayor pureza (más 
apta para la inhalación) explica que la tendencia actual en los adictos noveles 




 En cuanto a la absorción, los opioides en general se absorben con 
facilidad por el tubo digestivo y es suficiente la absorción por la mucosa 
rectal. Los opioides lipófilos se absorben con facilidad después de la 
inyección subcutánea o intramuscular, y pueden penetrar lo suficiente en la 
médula espinal después de la administración epidural o intrarraquídea [9]. 
 Cuando se administran MORF y la mayor parte de los opioides por vía 
intravenosa, éstos actúan de inmediato. Sin embargo, los compuestos más 
liposolubles (como la HER) lo hacen con mayor rapidez que la MORF 
después de la administración subcutánea, a causa de las diferencias en las 
velocidades de absorción y de entrada en el SNC. Cuando se administran 
opioides como la MORF, las duraciones de su acción analgésica manifiestan 
relativamente pocas variaciones. Otros efectos pueden persistir por más 
tiempo que la analgesia, y algunos fármacos tienden a acumularse tras la 
administración repetida. 
 Distribución. Entre el plasma sanguíneo y el líquido cefalorraquídeo 
hay una capa de células que actúan como una barrera hematoencefálica. Las 
moléculas más simples y las sustancias lipófilas alcanzan con facilidad el 
SNC a través de la sangre. Las sustancias hidrófilas y las unidas a proteínas 
tienen el paso disminuido por vía hematoencefálica [6]. 
 El porcentaje de unión a proteínas para la MORF y la HER es elevado, 
35 y 40% respectivamente. Los volúmenes de distribución son de 25 L/Kg 
para la HER y 3-4 L/Kg para la MORF [19]. El alto volumen de distribución de 
la HER, en comparación con el de la MORF, se debe a su mayor lipofilicidad 
que le confieren sus dos grupos acetilos, por lo que pasa con mayor rapidez y 
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facilidad a través de la barrera hematoencefálica. Aunque la HER se 
biotransforma totalmente al cabo de 20 minutos en MORF, alcanza el cerebro 
rápidamente. 
 El paso de la MORF por la barrera hematoencefálica se ralentiza por su 
mala solubilidad en los lípidos. Esta barrera está tan solo ligeramente 
desarrollada en los neonatos y, por lo tanto, puede alcanzar niveles tóxicos 
[6]. 
 Tanto la HER como su metabolito 6-monoacetilmorfina (6-MAM) son 
más liposolubles que la MORF y entran con mayor facilidad en el cerebro. 
Las pruebas con que se cuenta sugieren que la MORF y la 6-MAM son la 
causa de las acciones farmacológicas de la HER [9]. 
Metabolismo de la HER. 
La metabolización de la HER (Figura 2.9) tiene lugar mediante hidrólisis 
del grupo acetilo en el carbono 3 para dar 6-MAM y posterior hidrólisis del 
otro grupo acetilo restante a MORF [7]. 
 
 







 El aclaramiento de la HER es de 31mL/Kg/min, superando con creces el 
flujo sanguíneo hepático y renal (que oscilan entre 80L/h y 60L/h, 
respectivamente en un humano estándar de 70Kg), indicando que la HER es 
metabolizada principalmente en el tejido periférico y en la circulación. El alto 
aclaramiento de la HER del plasma se debe principalmente a la rápida 
eliminación por las esterasas, la hidrólisis espontánea de la HER en el 
ambiente de fluidos corporales y el elevado volumen de distribución [11]. Las 
semividas de eliminación de la HER y de la 6-MAM son de 3-5min y 3-12 min, 
respectivamente [6]. 
 Tras la administración de HER, aproximadamente el 70% de la dosis 
total de HER se recupera en la orina, fundamentalmente como conjugados de 
MORF (55%), y en menor cantidad como 6-MAM (1,3%) y MORF (10%). 
 
2.2.3. PREVALENCIA EN EL CONSUMO 
En la última edición de la encuesta EDADES 2011-2012 [12], se observa 
que el consumo de heroína está estabilizado, manteniéndose las mismas 
prevalencias que en años anteriores. Según esto, un 0,6% de la población la 
había probado alguna vez en la vida y un 0,1% la había consumido en el 
último año. 
La edad media de inicio en el consumo de heroína (20,7 años) continúa 
siendo más tardía que la de otras drogas como el cannabis, anfetaminas, etc. 
Ante el telón de fondo de un aumento general de la disponibilidad de 
tratamiento para los consumidores de heroína; en Europa los indicadores 
señalan ahora una tendencia a la baja tanto en el consumo como en la 
disponibilidad de esta droga [5]. Los volúmenes incautados muestran una 
tendencia decreciente a largo plazo y, más recientemente, ha empezado a 
disminuir también el número de incautaciones. Algunos países informan que, 
en la última década, la heroína ha sido desplazada del mercado por otros 
opiáceos. Otros países han sufrido más recientemente crisis o escasez de 




mercado, seguidas en general por una recuperación parcial. El número de 
consumidores de heroína que inician tratamiento por primera vez también 
sigue disminuyendo y, en conjunto, los consumidores en tratamiento 
constituyen una población cada vez de mayor edad. También las muertes 
relacionadas con opiáceos se han reducido en los últimos años. 
En Europa se han importado tradicionalmente dos tipos de heroína. La 
más común es la heroína marrón (forma química de base), procedente en su 
mayor parte de Afganistán. Mucho menos común es la heroína blanca (en 
forma de sal), que llegó históricamente de Asia sudoriental, pero que ahora 
puede producirse en cualquier lugar. Sigue habiendo además una producción 
limitada de drogas opiáceas en Europa, como acreditan las notificaciones de 
productos de adormidera en algunas partes de Europa oriental. 
La cantidad de heroína incautada en 2011 (6,1 toneladas) fue la más 
baja notificada en la última década y equivale a la mitad de la incautada en 
2001 (12 toneladas). También disminuyó el número de incautaciones 
notificadas en ese período (2001-2011), desde un pico de 63000 en 2001 
hasta 40500 estimadas en 2011. En cierta medida, esta disminución puede 
explicarse por el crecimiento de las incautaciones entre 2002 y 2009 en 
Turquía, donde desde 2006 se aprehende más droga que en el conjunto de 
los demás países. No obstante, en 2010 y 2011 se notificaron en ese país 
reducciones sustanciales de las cantidades incautadas. 
En Europa ha habido varias oleadas de adicción a la heroína, en 
particular una primera que afectó a muchos países de la parte occidental 
desde mediados de la década de los 70, y una segunda que afectó a la parte 
central y oriental entre mediados y finales de la década de los 90. Aunque las 
tendencias de la última década presentan variaciones, en términos generales 
parece ir disminuyendo la iniciación al consumo de esta droga. La 
prevalencia media del consumo problemático de opiáceos entre adultos (de 
15 a 64 años) se estima en el 0,41%, lo que da 1,4 millones de casos en 




Actualmente preocupa el uso de opioides sintéticos como alternativa a la 
heroína. Entre ellos se encuentran fentanilos muy potentes, o compuestos 
como la metadona o la buprenorfina. Entre 2012 y 2013 se notificaron 28 
incautaciones de un nuevo opiáceo sintético, AH-7921, similar 
farmacológicamente a la morfina [5]. 
 
2.3. CANNABINOIDES 
 Original de Asia Central, el cannabis es una de las drogas psicotrópicas 
más antiguas conocidas por la humanidad [13]. Procedente de la planta 
Cannabis Sativa, su uso fue conocido en China hace unos cinco mil años; fue 
utilizada para la obtención de fibra y de aceite. Sus propiedades curativas 
aparecen reflejadas en varios tratados médicos de una notable antigüedad. 
En la India, formaba parte de algunos rituales religiosos y fue utilizada por 
sus propiedades curativas, práctica que se ha conservado hasta muy 
recientemente. 
El primer cannabinoide aislado de la Cannabis Sativa fue el cannabinol 
(CBN) en 1899, pero su estructura no fue correctamente caracterizada hasta 
el 1940. El cannabidiol (CBD) fue aislado en 1940 y caracterizado en 1963. 
Los estudios realizados con ambos compuestos indicaron que ninguno de 
ellos podía ser el responsable principal de los efectos alucinógenos del 
cannabis [14]. 
Las variaciones ambientales modifican la proporción de componentes 
psicoactivos presentes en la Cannabis Sativa entre los que destaca el ∆9-
Tetrahidrocannabinol (∆9-THC ó THC) por ser el de mayor poder 
psicoactivo. 
Se han identificado en la planta más de 460 compuestos químicos, entre 
los que unos 60 constituyen el grupo químico de los cannabinoides, al que 
pertenece el THC [13]. La caracterización de su estructura química (1964) ha 
permitido el diseño en el laboratorio de análogos que han sido de gran 
utilidad en el estudio fisiológico y farmacológico de estos compuestos. Las 
sucesivas modificaciones de su estructura han llevado a la síntesis de 
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derivados relacionados con alguna de las acciones farmacológicas atribuidas 
a los cannabinoides, evitando sus efectos psicotrópicos. 
2.3.1. ESTRUCTURA QUÍMICA Y PROPIEDADES 
El término cannabinoide describe aquellas sustancias que tienen una 
estructura carbocíclica con 21 carbonos y que están formados generalmente 
por 3 anillos, ciclohexeno, tetrahidropirano y benceno. Algunos de ellos son 
los responsables del poder psicoactivo de los diversos preparados 
procedentes de la planta. 
Los principales cannabinoides son el ∆9-THC, ∆8-THC, el CBD y el CBN; 
(Figura 2.10) que es un subproducto del THC que se forma cuando ha 
habido un almacenaje inapropiado de los brotes florecidos o de la resina, o 
durante su manipulación química. Otros cannabinoides presentes en la planta 
son el cannabicromeno (CBC), cannabiciclol (CBL), cannabigerol (CBG), 
cannabinodiol (CBND) etc., que aparecen en cantidades diferentes según la 
variedad de Cannabis Sativa valorada [15]. 
 




El ∆9-THC es el cannabinoide con mayor potencia psicoactiva, por lo que 
estas propiedades en una muestra de cannabis dependerán de su contenido 
en este compuesto. El ∆9-THC presenta propiedades hidrófobas por lo que es 
muy soluble en lípidos. Esto le confiere unas características en relación con 
su distribución en el organismo y con su eliminación, que le diferencian de 
otras drogas de abuso. Es bastante inestable, pudiendo ser degradado por el 
calor, luz, ácidos y oxígeno atmosférico. El ∆8-THC tiene un perfil 
farmacológico muy parecido al del ∆9-THC, aunque sus efectos son más 
débiles. Sólo aparece en algunas variedades de la planta y su concentración 
es muy pequeña en comparación con la del ∆9-THC. 
El CBN también tiene propiedades psicoactivas, que son 
aproximadamente una décima parte de las descritas para el THC. 
El CBD es un compuesto bicíclico (el anillo de tetrahidropirano está 
escindido), desprovisto prácticamente de propiedades psicoactivas, por ello 
se ha profundizado en la exploración de sus posibles efectos clínicos. La 
única característica farmacológica del THC que parece compartir con el CBD 
es la actividad anticonvulsivante, aunque posiblemente utilizando diferentes 
mecanismos de actuación. 
Las propiedades de estos cannabinoides dependen de su estructura 
química. Variaciones mínimas en los componentes de la molécula de THC 
pueden provocar cambios importantes en su actividad. El conocimiento de las 
relaciones existentes entre la estructura y la actividad de los cannabinoides 
ha permitido el diseño de análogos que han sido de gran utilidad en el estudio 
farmacológico y fisiológico de estos compuestos. En unos casos, se ha 
tratado de modificar el marcado carácter hidrófobo de los cannabinoides para 
aumentar su solubilidad en agua. Otras veces se ha buscado aumentar la 
capacidad de unión a su receptor, que en el caso del THC no es muy alta. 
2.3.2. FORMAS DE CONSUMO 
En función de la parte de la planta consumida y su forma de elaboración, 
podemos clasificar los derivados del cannabis en tres grupos [16]: 
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1. Marihuana: formada por una mezcla de hojas maduras y flores 
picadas como tabaco con las que se hacen cigarrillos para fumar. Suele 
tener un contenido bajo de THC, aunque ha aumentado considerablemente 
en los últimos años. 
2. Hachís: preparado de resina segregada de la planta en pequeñas 
gotitas. Se presenta en forma de barras o comprimidos (chocolate); suele 
consumirse mezclándola con tabaco para fumar, aunque también se puede 
ingerir por vía oral deshaciéndola con dulces o galletas. Tiene entre 5 y 10 
veces más poder psicoactivo que la marihuana. 
3. Aceite de hachís: es un concentrado de hachís que se obtiene por 
extracción en caliente de la planta con disolventes orgánicos. Este 
preparado puede tener una potencia de hasta 100 veces superior a la 
marihuana. 
Así pues existen dos formas básicas de consumo de esta droga, bien 
por inhalación (fumada) o por vía oral (introduciéndola en alimentos, como 
por ejemplo dulces, empanadas, etc.). 
2.3.3. FARMACOCINÉTICA 
Existen diversas vías para la entrada de los cannabinoides al organismo, 
que influyen sobre el grado de absorción y la velocidad de difusión. Dado su 
marcado carácter hidrófobo, se almacenan en el tejido adiposo y sólo una 
mínima proporción tiene acceso directo al cerebro. Su lenta liberación desde 
este tejido prolonga su presencia en sangre y su actuación sobre el 
organismo durante varios días. 
Absorción 
Las principales vías de administración del cannabis son la pulmonar 
(inhalatoria) y la oral, aunque también se puede administrar por vía 
intravenosa. Por vía oral, la biodisponibilidad del THC se ve reducida por su 
sensibilidad a la acidez del jugo gástrico, por el metabolismo hepático e 
intestinal, así como por su acceso a la circulación enterohepática. Se ha 




THC o a 9-hidroxihexahidrocannabinol. A un pH más ácido se produce la 
ruptura del anillo de pirano y se forman varios cannabinoides sustituidos. 
Estas alteraciones podrían explicar la pérdida de actividad del THC tras 
ingestión oral. Por tanto, hay que ingerir una cantidad mayor de THC por esta 
vía para conseguir el mismo efecto fisiológico que por la vía pulmonar [15]. 
Los estudios sobre la biodisponibilidad del THC muestran considerables 
diferencias entre la vía pulmonar y la oral. Fumar parece ser el método más 
eficaz de administrar la droga. La entrada del THC en sangre y la posterior 
distribución en tejidos son muy rápidas y presentan una cinética muy similar a 
la obtenida tras su administración intravenosa. La administración oral 
conduce a unos niveles plasmáticos mucho más erráticos que los observados 
después de fumar. 
Distribución 
Sólo un 3% del THC presente en sangre está en forma libre. Dadas sus 
propiedades hidrófobas, se une a diferentes componentes plasmáticos. Un 
9% está unido a las células sanguíneas, otro 60% lo está a lipoproteínas 
plasmáticas y el resto a albúmina [16]. 
En cuanto a su distribución en los tejidos corporales, el THC es captado 
del plasma en un 70% por los tejidos y el resto es metabolizado. Este reparto 
está limitado por la baja concentración de su forma libre en sangre. Dada su 
alta lipofilicidad penetra rápidamente en los tejidos, encontrándose altas 
concentraciones en aquellos que están altamente vascularizados (pulmón, 
hígado, riñón, corazón, bazo…). Posteriormente pasa al tejido adiposo, que 
junto con el bazo son sus principales depósitos tres días después de su 
ingesta. La droga puede tardar varias semanas en ser totalmente eliminada 
tras el cese de su administración. Su retención en estos reservorios 
hidrofóbicos amortigua la penetración del THC en el cerebro, donde su 
concentración y la de sus metabolitos es más baja (aproximadamente un 1% 
de la concentración plasmática máxima). 
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Metabolismo y excreción 
Sólo una mínima cantidad del THC es eliminada como tal, mientras que 
la mayor parte aparece en forma de metabolitos en heces (un 68%) o en 
orina (12%), aunque también lo hace a través del pelo, la saliva o el sudor. La 
mayor parte del metabolismo ocurre en el hígado, aunque también puede 
producirse en otros órganos como el pulmón y el intestino. 
Respecto a las reacciones implicadas en el catabolismo, ∆9-THC y ∆8-
THC siguen un camino de degradación muy parecido, siendo la primera 
enzima en actuar el citocromo P-450 que oxida el correspondiente 
cannabinoide a derivados mono-, di- o trihidroxilados. La primera 
hidroxilación suele producirse en el hígado a 11-hidroxi-THC.  
El metabolismo del CBD es bastante complejo, habiéndose catalogado 
unos 83 metabolitos. Se forman derivados mono-, di- y trihidroxilados, y se 
produce la oxidación a ácidos y la pérdida de cadena lateral. El metabolismo 
del CBN es menos complejo, predomina la hidroxilación en 11, aunque 
también hay una importante hidroxilación en la cadena lateral. 
Los metabolitos del THC tienen un largo período de eliminación debido a 
la alta liposolubilidad de estos compuestos y por su elevado volumen de 
distribución. La semivida de las concentraciones plasmáticas de los 
cannabinoides tras la inhalación del humo del cigarrillo es de 56 horas en 
individuos no consumidores y 28 horas en consumidores crónicos. 
Los metabolitos procedentes de la degradación de los cannabinoides 
son eliminados en forma de ácidos libres o conjugados con glucurónico o con 
ácidos grasos. Los glucoronatos así formados se almacenan en el cuerpo 
durante períodos relativamente prolongados de tiempo y pueden llegar a ser 
detectados en la orina varias semanas después del consumo de los 
cannabinoides. 
Se ha tratado de evaluar posibles interacciones entre los cannabinoides. 
Los primeros estudios farmacocinéticos realizados en humanos fueron 




CBN. Estudios posteriores demostraron una interacción farmacocinética entre 
el CBD y el THC y sus metabolitos en cerebro de ratón. El CBD es un 
inhibidor de la actividad del citocromo P-450 hepático. Este resultado implica 
un aumento de la permanencia del THC en el organismo. De esta forma, el 
CBD que no tiene actividad psicotrópica por sí mismo, puede potenciar la 
producida por el THC. 
Por otro lado se ha observado que cuando se usan extractos de 
cannabis conteniendo entre un 3% y un 5% de THC, tanto el CBD como el 
CBN aumentan la permeabilidad de la barrera hematoencefálica, lo que 
puede contribuir a una mayor entrada de estos compuestos en el cerebro en 
grupo que por separado. Así pues, el CBD puede potenciar los efectos 
producidos por el THC de dos formas: inhibiendo su catabolismo o facilitando 
su entrada al cerebro. 
2.3.4. PREVALENCIA EN EL CONSUMO 
Según el último informe publicado por el Observatorio Español de las 
Drogas y las Toxicomanías (OEDT) en el año 2011, el cannabis continúa 
siendo la droga ilegal más consumida en España y la que ha experimentado 
un mayor incremento en su prevalencia desde hace unos años. Un 27,4% de 
la población afirma haberla probado alguna vez en la vida, un 9,6% lo hizo en 
el último año, un 7% en el último mes y un 1,7% a diario durante el último 
mes [4]. 
El consumo está más extendido entre los hombres que entre las 
mujeres, en todos los grupos de edad y para todos los periodos de consumo. 
La edad media de inicio en el consumo de cannabis fue de 18,7; muy 
similar a la edad de años anteriores (18,6 en 2009 y 2007 y 18,3 en 2005). 
Fuera de nuestras fronteras, según el Observatorio Europeo de las 
Drogas y las Toxicomanías (European Monitoring Centre for Drugs and Drug 
Addiction, EMCDDA); a pesar de algunos signos de una tendencia 
decreciente, sobre todo en países con una historia larga y consolidada de 
prevalencia elevada, el consumo de cannabis en Europa sigue siendo alto en 
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términos históricos y cuenta con un mercado amplio y relativamente sólido 
[5]. Ha aumentado, asimismo, la diversidad de tipos de productos disponibles. 
La hierba de cannabis, a veces de alta potencia, desempeña ahora un papel 
más importante y se acompaña de la reciente aparición de productos 
sintéticos similares al cannabis. Ambos son cambios potencialmente 
preocupantes desde el punto de vista de la salud pública. 
 
Más del 80% de las incautaciones en Europa son de cannabis (Figura 
2.11), lo que refleja la elevada prevalencia de consumo de esta droga. 
 
 
Figura 2.11. Número de incautaciones por países y proporción de las 
incautaciones de las drogas principales. 
 
Dos productos diferenciados de cannabis se manejan habitualmente en 
el mercado europeo de las drogas: la hierba de cannabis (marihuana) y la 
resina de cannabis (hachís). Su consumo anual conjunto puede estimarse en 
unas 2500 toneladas. La hierba de cannabis que se consume en Europa se 
cultiva internamente o procede de países vecinos, aunque algunos informes 
mencionan también su origen en otras regiones, como África. La resina de 





A escala europea, las interceptaciones de resina son por término medio 
mayores que las de hierba. En los últimos diez años, el número de 
incautaciones de hierba ha superado el de resina y ahora representa más de 
la mitad del total. Este dato refleja, en parte, la disponibilidad creciente de la 
hierba de producción interior en muchos países. No obstante, la cantidad de 
resina incautada, a pesar de su disminución en los últimos años, sigue siendo 
muy superior a la de hierba incautada (483 toneladas frente a 92 toneladas 
en 2011). Las tendencias europeas en las incautaciones de cannabis deben 
interpretarse en el contexto del peso desproporcionado que tienen los datos 
de un número limitado de países. España, por ejemplo, por su proximidad a 
Marruecos y su importante mercado interior, notificó en 2011 
aproximadamente dos tercios de la cantidad de resina incautada en Europa. 
Unos 15,4 millones de europeos jóvenes, de 15 a 34 años, que supone 
el 11,7% de este grupo de edad, han consumido cannabis en el último año, 
siendo la cifra correspondiente de 9,2 millones entre los de 15 a 24 años 
(14,9%). El consumo de cannabis es generalmente más elevado entre los 
hombres. Las tendencias a largo plazo entre los adultos jóvenes están en 
consonancia con las observadas entre los escolares, ya que se registran 
aumentos graduales del consumo en algunos países con menor prevalencia y 
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3. MÉTODOS DE EXTRACCIÓN 
 
La preparación de la muestra engloba, en general, tres etapas 
sucesivas: extracción, preconcentración y limpieza (clean-up), aunque en 
algunos casos será posible realizarlas simultáneamente. 
El objetivo de la preparación de la muestra es disponer del analito en el 
estado más puro posible. Por tanto, la primera etapa será aislar la sustancia a 
determinar separándola de la matriz. Esta etapa es clave ya que de ella va a 
depender de forma directa el resultado final del análisis. 
Una vez concluida la etapa de extracción, se debe someter al extracto 
obtenido a una etapa de limpieza con el objetivo de eliminar posibles 
sustancias interferentes constituyentes de la matriz. Finalmente, en muchos 
casos, es necesario concentrar el extracto antes de la etapa de limpieza o 
antes de la separación cromatográfica [1]. 
 
3.1. HIDRÓLISIS ENZIMÁTICA 
 
Los métodos de hidrólisis enzimática abarcan un amplio rango de 
procedimientos que consisten en la hidrólisis de biomoléculas mediante la 
ruptura de ciertos enlaces permitiendo la liberación de los analitos de interés 
de la matriz de la muestra. 
La digestión enzimática de macromoléculas contenidas en muestras 
biológicas se realiza bajo condiciones moderadas de temperatura y pH y en 
ausencia de reactivos tóxicos o contaminantes. Por ello estos procedimientos 
se consideran respetuosos con el medioambiente [2]. Además, debido a las 
condiciones de temperatura y pH utilizadas se minimizan las reacciones de 
degradación y/o interconversión. 
La enzima debe seleccionarse cuidadosamente teniendo en cuenta la 
naturaleza de la muestra. Algunas enzimas son de tipo proteolítico 
(proteasas) y atacan los enlaces peptídicos de proteínas y péptidos. Ejemplos 
de este tipo de enzimas son la Pronasa E, la pepsina, la pancreatina, la 





lípidos o carbohidratos. Enzimas como las lipasas se han utilizado en las 
primeras aplicaciones e hidrolizan grasas convirtiéndolas en largas cadenas 
de ácidos grasos y glicerol. 
En ocasiones, se utilizan simultáneamente mezclas de enzimas para la 
hidrólisis de diversas biomoléculas a la vez. Sin embargo, esta estrategia no 
siempre es factible debido a los diferentes valores óptimos de pH inherentes 
a cada enzima, por ejemplo, la pepsina funciona normalmente a pH próximos 
a 2 mientras que la lipasa o la α-amilasa trabajan con valores de pH en torno 
a 7 [3]. 
A parte del pH y la temperatura, existen otros parámetros que afectan a 
la actividad enzimática. Entre ellos se encuentran la fuerza iónica, la relación 
muestra-enzima y la presencia de ciertas sustancias que pueden inhibir la 
actividad enzimática (inhibidores) o que pueden incrementar la acción de la 
enzima (activadores). Es necesario que el valor de la relación muestra-
enzima sea lo suficientemente bajo como para garantizar la degradación total 
de la muestra y la liberación de los analitos de interés. Existen estudios que 
concluyen que además del tipo de enzima, también es importante la 
optimización del factor cantidad de enzima como función del tiempo de 
incubación [4]. Sin embargo, es necesario constatar que cuando se emplean 
grandes cantidades de enzima aparecerán también en el extracto grandes 
cantidades de componentes de la matriz hidrolizados, lo que puede provocar 
una disminución de la respuesta de los instrumentos analíticos, hecho que 
implicaría etapas de limpieza exhaustivas como paso previo al análisis [5]. 
Respecto al uso de activadores, el 1,4-ditiotreitol (DTT) se emplea 
comúnmente antes de la hidrólisis enzimática del pelo con Pronasa E para 
determinar drogas de abuso [6]. El DTT es conocido por reducir los puentes 
disulfuro presentes en la estructura de la queratina, permitiendo así una 
rápida acción de la Pronasa E. 
ULTRASONIDOS 
La aplicación de ultrasonidos (US) a una disolución puede permitir 
alcanzar, sin ningún peligro y por métodos relativamente simples, 
temperaturas localizadas tan altas como las de la superficie del sol (5000 ºC) 




y presiones tan intensas como las existentes en la más profunda de las simas 
submarinas (2000 atm.) [7]. 
Los sonidos que percibimos los humanos son ondas que pueden ser 
captadas por nuestro sistema auditivo. Son ondas de compresión y 
expansión, que han de propagarse en medios materiales, es decir, a través 
de sólidos, líquidos o gases, y que han de poseer un rango de frecuencia 
comprendido entre 20 hertzios y 16 kilohertzios. Un hertzio significa un ciclo 
de compresión o expansión por cada segundo. Un sonido alcanza la 
clasificación de ultrasonido si su frecuencia supera los 16 kilohertzios, por lo 
que resultará, en principio, inaudible aunque su intensidad fuese superior a la 
de un motor a reacción. 
En el laboratorio analítico interesa los efectos de los US de alta 
intensidad, fundamentalmente sobre medios líquidos, productores del 
fenómeno conocido como cavitación, del que se derivan interesantes 
consecuencias dentro de la Química. 
CAVITACIÓN: Una fuente de US, consiste normalmente en un extremo 
piezoeléctrico que se mueve a gran velocidad usando energía eléctrica para 
ello. Los US poseen una longitud de onda comprendidas entre los 10 cm y la 
centésima de mm. Ello significa que su tamaño es muy superior al de las 
moléculas, por lo que sus efectos no pueden ejercitarse a través de una 
interacción física directa entre las ondas y las moléculas que son alcanzadas 
por ellas. Lo que ocurre es que las ondas de US pasan al líquido donde el 
ciclo de expansión produce una presión tan negativa sobre el líquido que 
hace que localmente se separen las moléculas del líquido, creando allí una 
verdadera cavidad. 
Generalmente, este proceso tiene lugar en los sitios previamente 
contaminados de la disolución, aquellos en los que existen pequeñas 
partículas o microburbujas. Las cavidades así formadas absorben la energía 
procedente de las ondas ultrasónicas y crecen más o menos rápidamente, 
según cuales sean diversos parámetros y circunstancias conocidos, hasta 
llegar a un límite. En ese momento se comprime rápidamente la cavidad 





cantidad de calor, que puede alcanzar los 5000 ºC, junto a una gran presión, 
que puede llegar a las 1000 atmósferas, en un proceso de duración casi 
instantánea. Todo ello es, pues, un mecanismo que sirve para concentrar, en 
forma de energía química útil, la energía difusa que portaba la onda 
ultrasónica. 
De este modo, los US son una gran ayuda en el pretratamiento de 
muestras sólidas, por ejemplo, facilitando y acelerando operaciones como la 
extracción de compuestos orgánicos e inorgánicos, mantenimiento de 
suspensiones, homogeneización, nebulización, lavado y derivatización [8]. 
La lixiviación asistida con US es una manera efectiva de extraer un gran 
número de analitos de diferentes tipos de muestras. Las altas temperaturas 
efectivas (que aumentan la solubilidad y la difusividad) y presiones (que 
favorecen la penetración y el transporte) en la interfaz entre una disolución 
acuosa u orgánica y la muestra sólida, combinada con la energía de 
oxidación de radicales (hidroxilo y peróxido de hidrógeno para agua) creados 
durante la sonolisis, da como resultado un alto poder extractivo. 
Hay dos sistemas comunes para la aplicación de US, como son el baño 
y la sonda. En el baño, el transductor se coloca normalmente debajo de un 
depósito de acero inoxidable, la base del cual es el origen de los US. Algunos 
depósitos disponen también de un calefactor. 
Un factor importante que influencia la eficacia de extracción es la 
posición del recipiente de extracción dentro del baño, éste debe estar 
colocado justo por encima del transductor ya que la potencia conseguida será 
máxima en esta posición. Para obtener resultados reproducibles, el baño 
debe estar termostatizado o precalentado a la temperatura de equilibrio [7]. 
Aunque los baños ultrasónicos son los más usados frecuentemente, 
tienen dos desventajas importantes que disminuyen sustancialmente la 
reproducibilidad y repetibilidad experimental: 




a) Falta de uniformidad en la distribución de la energía de US (sólo una 
pequeña fracción del volumen total del líquido en las inmediaciones más 
próximas a la fuente de US experimenta cavitación); y 
b) Disminución del poder con el tiempo, de modo que la energía 
suministrada al baño se desperdicia. 
Las sondas ultrasónicas tienen la ventaja sobre los baños ultrasónicos 
de que focalizan su energía en una zona localizada de muestra, por eso 
producen una cavitación más eficiente en el líquido. 
La intensidad de la onda ultrasónica disminuye al aumentar la 
penetración en el medio. La vibración molecular inducida por la onda sonora 
termina en pérdida de intensidad de la onda, que es transformada en calor. El 
efecto calorífico está causado por la degradación de la energía acústica 
debida a la absorción. 
En muchas situaciones analíticas, la lixiviación asistida por ultrasonidos 
es una alternativa eficiente y económica a las técnicas de extracción 
convencionales. 
 
3.1.1. HIDRÓLISIS ENZIMÁTICA ASISTIDA POR ULTRASONIDOS 
Desde su incursión en la toxicología forense, la digestión enzimática ha 
sido ampliamente utilizada para aislar drogas de muestras forenses. 
Las enzimas empleadas en este tipo de digestión en Química Analítica 
son principalmente enzimas hidrolíticas, cuyo efecto catalítico se basa en la 
inserción de agua en un enlace específico del sustrato (lipasas, amilasas, 
proteasas…). 
La digestión enzimática presenta una serie de ventajas sobre los 
procedimientos de pretratamiento de muestra convencionales basados en 
digestiones ácidas o básicas; así, la primera utiliza condiciones suaves en 
cuanto a temperatura y pH, lo que evita potenciales pérdidas de analito por 





de contaminación. Su principal desventaja es el largo tiempo requerido para 
que se complete la hidrólisis, estos tiempos suelen oscilar entre 4 y 24 horas 
para procedimientos de hidrólisis enzimática convencionales. 
Para la mayoría de las enzimas, la actividad catalítica depende de la 
temperatura hasta un nivel máximo, a partir del cual pierden su actividad. Por 
analogía con otras proteínas, las enzimas son estables en un rango limitado 
de pH. Fuera de este rango, las enzimas se desnaturalizan debido a cambios 
en las cargas de los residuos de aminoácidos ionizables que alteran la 
estructura terciaria de las proteínas. La actividad enzimática alcanza un 
máximo a un pH específico, por tanto las digestiones enzimáticas suelen 
realizarse en un medio tamponado [2]. 
La limitación del tiempo necesario para la hidrólisis se ha solventado 
recientemente asistiendo o acelerando el proceso enzimático mediante 
diferentes métodos. El uso de la energía de US suministrada por una sonda o 
un baño ultrasónico ha sido el primer procedimiento para reducir el tiempo de 
hidrólisis enzimática de horas a minutos (baño de US) o incluso segundos 
(sonda de US). Dicho proceso está influenciado por los mismos factores que 
las digestiones con US añadiendo además los factores que afectan a la 
estabilidad de la enzima (pH, fuerza iónica o masa de enzima).  
El largo tiempo de pretratamiento para hidrólisis enzimática convencional 
se atribuye al hecho de que la enzima debe romper las membranas celulares 
antes de atacar químicamente el contenido citosólico. Las membranas 
celulares están constituidas principalmente por proteínas y lípidos polares en 
los cuales los fosfolípidos y esteroles forman una bicapa lipídica y las 
proteínas están ensambladas a intervalos irregulares. Esta estructura, 
denominada modelo de mosaico fluido, lleva a un sistema fuerte y muy 
estable. Por tanto, los cortos tiempos de hidrólisis enzimática en presencia de 
US podrían ser debidos a que el proceso de sonicación rompe las 
membranas celulares, permitiendo un contacto directo de la estructura 
citosólica y las enzimas [3,9]. 
Según lo expuesto por Vale y col. [5] el aumento de la cinética 
enzimática debido a la sonicación depende principalmente de la intensidad de 





la energía de US más que de la frecuencia empleada [10] y la 
desnaturalización de las enzimas (enzima inactiva) debida a los US es 
despreciable cuando se somete a tiempos de irradiación cortos [11]. Además, 
la constante de reacción enzimática (constante de Michaelis, KM) no se ve 
alterada al emplear la sonicación; mientras que la velocidad de reacción 
(velocidad máxima, Vmax) aumenta. 
3.1.2. APLICACIONES RECIENTES DE LA HE 
La tabla 3.1 resume las recientes aplicaciones de la hidrólisis enzimática 
(HE). En general, han sido relativamente pocas las referencias encontradas. 
Dentro de las drogas más analizadas se encuentran la cocaína, los opiáceos 
y las benzodiacepinas, que han sido mayoritariamente detectadas en orina o 
pelo. En la mayoría de los casos la enzima utilizada es la β-glucuronidasa, 
sola o conjuntamente con la arilsulfatasa; otras enzimas empleadas son la 
















































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































3.2. DISPERSIÓN DE MATRIZ EN FASE SÓLIDA (MSPD) 
 
En 1989, Barker y col. [12] introducen un nuevo procedimiento de 
preparación de muestra, mediante el cual se consigue la disrupción de la 
muestra y extracción de analitos de matrices sólidas o semisólidas, de 
manera simultánea. La dispersión de matriz en fase sólida (Matrix Solid-
Phase Dispersion, MSPD) combina aspectos de varias técnicas, para la 
disrupción de la muestra, y al mismo tiempo, genera un material que posee 
un carácter cromatográfico único, para la separación de los analitos de 
interés de una muestra dada. 
En su concepción original, la MSPD implicaba la mezcla de una muestra 
viscosa, sólida o semisólida, con un soporte sólido de sílice, previamente 
derivatizado para producir en su superficie una fase orgánica enlazada (por 
ejemplo C18). Este soporte actúa como agente abrasivo, provocando la 
ruptura mecánica de la estructura de la matriz y consiguiendo su distribución 
sobre las partículas de adsorbente. Además la presencia de una fase 
orgánica enlazada en el soporte sólido, proporciona una dimensión adicional 
al proceso, puesto que los componentes de la muestra se disuelven y 
dispersan en su superficie. Así, a través de las interacciones hidrofóbicas e 
hidrofílicas de los diferentes componentes de la muestra sobre la superficie 
de la fase enlazada, se produce una fase con características únicas, que 
permiten llevar a cabo la extracción de los analitos de interés [13]. 
En los últimos años, muchas aplicaciones de MSPD han optado por la 
dispersión de la muestra con silicatos sin derivatizar (gel de sílice, arena, etc.) 
u otros sólidos inorgánicos (florisil, alúmina, etc.) que también provocan la 
disrupción de la muestra, pero que no poseen, aparentemente, las mismas 
propiedades dispersivas que el C18 [14]. 
La MSPD presenta una serie de ventajas sobre los procedimientos 
clásicos de tratamiento de muestra como son: 
I. El procedimiento analítico se simplifica y acorta drásticamente 
II. Se elimina la posibilidad de formación de emulsiones 




IV. Se mejora la eficacia de la extracción de los analitos puesto que toda 
la muestra se expone al extractante. 
 
 Además, en comparación con otras técnicas, en la MSPD se utilizan 
condiciones de extracción moderadas (temperatura ambiente, presión 
atmosférica) lo que, junto con la combinación adecuada de agente 
dispersante y disolvente de elución, normalmente conduce a recuperaciones 
aceptables y a una selectividad media. Otras ventajas adicionales de esa 
técnica son su bajo coste y la posibilidad de llevar a cabo, simultáneamente, 
las etapas de extracción y limpieza [15,16]. 
3.2.1. ETAPAS DE LA DISPERSIÓN DE MATRIZ EN FASE SÓLIDA 
El procedimiento de MSPD se resume en los siguientes pasos (Figura 
3.1): 
1) Una muestra líquida, viscosa, semisólida o sólida se transfiere a un 
mortero de vidrio o ágata (materiales porosos como la cerámica tienen como 
resultado pérdida de muestra) y se mezcla con un agente dispersante, hasta 
conseguir la completa disrupción y dispersión de la misma. Generalmente la 
relación muestra/adsorbente varía entre 1:1 y 1:4 [13,14,17,18]. 
 
2) Cuando se completa la disrupción y dispersión de la muestra, la 
mezcla resultante se empaqueta en una columna que, o bien se encuentra 
vacía, o contiene una o varias capas de adsorbentes, si el procedimiento 
incluye una etapa de limpieza, simultánea a la extracción. La columna es 
normalmente el cuerpo de una jeringa o un cartucho de SPE con una frita de 
acero inoxidable o polipropileno en su parte inferior. También se coloca una 
segunda frita o tapón sobre la mezcla para llevar a cabo la compresión de la 
misma. La introducción de la mezcla en la columna de separación sigue los 
principios de la cromatografía de adsorción convencional, por lo que debe 
evitarse la formación de canales en la columna, y el material no debe estar 
demasiado compactado, para permitir el flujo de disolvente a través del 
sistema. 
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3) La elución de los analitos de interés se lleva a cabo con un disolvente 
adecuado, mientras que las interferencias de la matriz son selectivamente 
retenidas en la columna. Otra posibilidad es la elución de los compuestos 
interferentes en una etapa de lavado, mientras que los analitos de interés 
permanecen retenidos en la columna. A continuación, se cambia el disolvente 
de elución y se extraen los analitos. Puesto que la totalidad de la muestra 
está presente en la columna, también es posible llevar a cabo eluciones 
múltiples o secuenciales de dicha muestra. De esta forma, se pueden aislar 
diferentes grupos de compuestos presentes en una misma muestra. La 
mayoría de las eluciones se lleva a cabo por gravedad, aunque en algunos 
casos, se aplica un poco de presión para controlar el flujo del disolvente de 
elución. 
 
4) Finalmente, se puede llevar a cabo una etapa de limpieza adicional o, 
directamente, analizar la muestra. En muchos casos se recurre al uso de co-



















Figura 3.1. Esquema del proceso de MSPD. 
 
3.2.2. FACTORES QUE INFLUYEN EN LA MSPD 
 
 Agente dispersante 
 
Las aplicaciones clásicas de MSPD implican el uso de agentes 
dispersantes con una base de sílica. Un aspecto positivo del uso de estos 
materiales reside en la presencia de grupos silanol (SiOH) sin derivatizar 
tanto en la superficie como en los poros de dichos materiales. En este 
sentido, las fuerzas mecánicas que resultan de la trituración de la muestra en 
presencia de partículas de sílica con forma irregular, facilitan la ruptura de la 
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muestra en partículas más pequeñas. Además, los grupos funcionales 
orgánicos (como - C8, - C18) en las partículas de sílica, actúan como un 
solvente que “disuelve” y dispersa los componentes de la muestra, esto 
aumenta el área superficial para la extracción y la matriz química de la 
muestra se distribuye sobre la superficie del soporte sólido según sus 
polaridades relativas [19]. Así, los compuestos no polares se dispersan en la 
fase orgánica inmovilizada; las moléculas pequeñas y muy polares como el 
agua pueden asociarse tanto a los grupos silanol presentes en la superficie y 
dentro de los poros de la partícula de sílica, como también a aquellos 
componentes de la muestra capaces de formar puentes de hidrógeno; 
mientras que las moléculas de mayor tamaño y polaridad intermedia se 
distribuyen a través de la estructura formada por la muestra dispersa y la fase 
orgánica inmovilizada [20]. 
 
Muchos autores han adoptado el acrónimo MSPD a pesar de haber 
utilizado otros materiales alternativos a los dispersantes de sílica enlazada. 
Así, en los últimos años, la selectividad de la MSPD se ha mejorado mediante 
la introducción de materiales no-enlazados, como son sílica gel, Florisil o 
alúmina [18]. Estos materiales interaccionan con los componentes de la 
muestra sólo por adsorción y, obviamente no son capaces de disolver la 
matriz de la muestra; sin embargo, los principios básicos, como abrasión y 
disrupción de la arquitectura de la muestra son comunes. Las principales 
diferencias consisten en una incompleta disrupción celular y la reducción de 
las interacciones químicas entre los componentes de la matriz y la superficie 
del material dispersante [14]. No obstante, las propiedades de estos 
adsorbentes se pueden ajustar dependiendo de su contenido en agua y de su 
carácter ácido o básico [16]. Así, por ejemplo, la retención de los compuestos 
en sílica se puede variar modificando su superficie con un ácido. Los 
compuestos básicos se retendrán entonces a través de los puentes de 
hidrógeno formados entre los grupos silanol y la base a través del ácido 
añadido. Los constituyentes ácidos o neutros de la matriz y las interferencias 
se pueden eluir previamente a los compuestos básicos utilizando un 
disolvente apolar. A continuación, un disolvente relativamente polar, que 




para desplazar a la base y eluir selectivamente a los analitos de la columna 
de MSPD [15]. 
En algunas aplicaciones también se han utilizado soportes inertes como 
tierra de diatomeas o arena, principalmente para permitir la pronta elución de 
interferencias que no serían retenidas por ningún adsorbente durante la 
elución de los analitos. [15] Se trata de alternativas de menor coste, pero con 
una selectividad limitada, ya que sólo está controlada por la solubilidad de los 
diferentes componentes de la muestra en el disolvente de elución [18]. 
 
En los últimos años han cobrado relevancia otros dispersantes poco 
convencionales como son los nanotubos de carbono (Carbon Nanotubes, 
CNTs) o los polímeros de impresión molecular (Molecularly Imprinted 
Polymers, MIPs). En cuanto a los CNTs, desde su descubrimiento en 1991, 
han atraído mucha atención debido a sus propiedades únicas (alta 
conductividad eléctrica, estabilidad química, resistencia mecánica, gran área 
superficial específica y alta estabilidad térmica). Su superficie altamente 
hidrofóbica permite aplicarlos como material adsorbente. Esta adsorción se 
basa normalmente en interacciones débiles (por ejemplo, interacciones π-π, 
fuerzas electrostáticas, fuerzas de Van der Waals e interacciones 
hidrofóbicas). Además, para modificar sus propiedades de retención y 
favorecer interacciones intermoleculares específicas, la superficie de los 
CNTs puede modificarse por la introducción de diversos grupos funcionales 
orgánicos, proporcionando así una gran área superficial, carga superficial 
ajustable, y una fuente de protones para la ionización química [20]. 
Los MIPs son materiales poliméricos diseñados para presentar gran 
afinidad y selectividad hacia un solo compuesto (plantilla) o un grupo de 
compuestos relacionados estructuralmente con la plantilla. Esta característica 
surge como consecuencia de la existencia, dentro de la red de polímero 
reticulado, de sitios de unión con capacidad de reconocimiento molecular de 
la plantilla. Los sitios de unión se crean durante la síntesis del polímero, la 
cual se lleva a cabo en presencia de la molécula plantilla. Después de la 
síntesis, la plantilla se elimina de la red polimérica, produciendo un material 
con atractivas propiedades de reconocimiento molecular [20].





El tamaño de poro del agente dispersante no es un factor demasiado 
importante. No obstante, el tamaño de partícula sí que es un parámetro a 
tener en cuenta. El uso de partículas de 3-20 µm de diámetro conduce a 
tiempos de procedimientos largos, debido a que produce flujos bajos o, 
incluso, inexistentes. El rango óptimo se encuentra en tamaños de 40-60 µm, 
si bien se ha observado que un tamaño de partícula no uniforme, pero 
comprendido entre 40-100 µm, funciona bien [13,15,19]. 
 
Las relaciones muestra/dispersante están habitualmente comprendidas 
entre 1:1 y 1:4 pero este parámetro depende de cada aplicación en particular 
y es una variable que se debe optimizar durante el desarrollo del método 
[15,18,19]. 
 
 Disolvente de elución 
La elección del disolvente de elución se lleva a cabo normalmente en 
función de la polaridad de los analitos. Si se trata de analitos de baja 
polaridad, generalmente se utilizan disolventes apolares, como hexano, 
diclorometano, o mezclas de ambos; mientras que la elución de compuestos 
de polaridad elevada suele realizarse con disolventes como acetonitrilo, 
acetona, acetato de etilo, agua o metanol. 
También se debe tener en cuenta la retención y elución de los 
componentes de la matriz de la muestra. Es decir, la secuencia y el diseño de 
un perfil de elución debe retener a la muestra lo máximo posible en la 
columna, y eluir a los analitos con un elevado grado de especificidad [13]. 
Varios estudios han demostrado que, cuando se considera la mezcla de 
0.5 g de muestra con 2 g de agente dispersante, la mayoría de los analitos se 
eluyen en los primeros 4 mL [19]. De todas formas, el volumen de elución 
varía en función de la aplicación, puesto que depende en gran medida de la 
cantidad de muestra y adsorbente utilizados, y es un parámetro que se debe 
optimizar para reducir en lo posible el uso de disolvente orgánico y la 




 Naturaleza de la matriz 
En algunos casos es necesario alterar el estado de ionización de los 
compuestos de la muestra para asegurar que tienen lugar ciertas 
interacciones con la fase enlazada del soporte sólido y/o el disolvente de 
elución. Esto se puede llevar a cabo mediante la adición de ácidos, bases, 
sales, agentes quelatantes, antioxidantes, etc. durante la etapa de mezclado 
de la muestra y/o como aditivo en el disolvente de elución [13,14]. 
 Temperatura y presión 
Varias publicaciones han combinado la MSPD con la extracción con 
líquidos presurizados (Pressurized Liquid Extraction, PLE) con el objetivo de 
conseguir extracciones más rápidas, automatizadas y exhaustivas. De hecho, 
en PLE son habituales las aplicaciones en las que la muestra se dispersa con 
arena o tierra de diatomea, y también se han publicado aplicaciones 
utilizando materiales de fase normal y reversa, por tanto se observa que 
ambas técnicas comparten los mismos principios operacionales [15,16]. 
 
3.2.3. ETAPAS DE LIMPIEZA (CLEAN-UP) 
Aunque a veces los extractos obtenidos mediante MSPD son lo 
suficientemente limpios como para ser analizados directamente, a menudo se 
requiere una etapa de limpieza. En algunos casos, previamente a la elución 
de los analitos, se recurre al lavado de la columna con un disolvente 
adecuado. Por ejemplo, cuando los analitos son polares es habitual utilizar un 
disolvente apolar para eliminar los componentes menos polares de la matriz. 
Evidentemente, cuando las etapas de lavado y elución se llevan a cabo con 
disolventes inmiscibles, el cartucho de MSPD se debe secar con una 
corriente de nitrógeno entre ambas etapas [16]. 
En MSPD es frecuente recurrir a procedimientos de limpieza que implican 
el uso de una co-columna. El material de la co-columna se puede 
empaquetar en la parte inferior de la misma columna MSPD o se puede 
acoplar en serie (SPE on-line) mediante una columna SPE con el objetivo de 
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retener las interferencias de la matriz [15]. Este tipo de acoplamiento entre 
MSPD y SPE también puede ser off-line mediante la utilización de cartuchos 
de sílica gel, alúmina, C18, etc. 
 
3.2.4. APLICACIONES RECIENTES DE LA MSPD 
 En el caso de la MSPD (Tabla 3.2) son innumerables las referencias 
encontradas, ya que es una metodología ampliamente utilizada sobre todo en 
el campo medioambiental para la determinación de pesticidas, micotoxinas, 
hormonas, fluoroquinolonas, etc. Existe una gran variedad en las matrices 
empleadas, desde alimentos (carne, huevos, moluscos, patatas, fruta) a 
lodos de depuradoras, productos cosméticos, algas y alguna matriz biológica 
(hígado, suero, sangre, pulmón) lo que demuestra la gran aplicabilidad de 
esta técnica de extracción. Entre los dispersantes destaca claramente el 
empleo de C18; otras sustancias utilizadas son florisil, tierra de diatomea, y 
más recientemente han cobrado protagonismo los polímeros de impresión 
molecular (MIPs) y los nanotubos de carbono (MWCNTs). Respecto a la 
relación cantidad de muestra/cantidad de dispersante el valor que predomina 
es la relación 1:4, seguido de 1:2 y 1:1. En cuanto a los métodos de 
detección más utilizados se incluyen la LC/ESI-MS/MS y la GC-MS. Como se 
puede apreciar en las tablas, no había ninguna aplicación de la MSPD a 
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4. MÉTODOS DE DETECCIÓN. CROMATOGRAFÍA 
 
La cromatografía es una potente técnica de separación que tiene 
aplicación en todas las ramas de la ciencia. En los últimos cincuenta años las 
aplicaciones de la cromatografía han aumentado de forma explosiva debido 
no sólo al perfeccionamiento de nuevos y diversos tipos de técnicas 
cromatográficas, sino también a las necesidades crecientes de los científicos 
de mejores métodos para la caracterización de mezclas complejas. 
 
La cromatografía agrupa un conjunto importante de métodos que 
facilitan la separación, identificación y determinación de componentes 
estrechamente relacionados en mezclas complejas; muchas de las cuales 
son imposibles por otros medios. En todas las separaciones cromatográficas 
la muestra se disuelve en una fase móvil, la cual se hace pasar a través de 
una fase estacionaria inmiscible fija en una columna o en una superficie 
sólida. Las dos fases se eligen de tal forma que los componentes de la 
muestra se distribuyen en grados distintos entre la fase móvil y la fase 
estacionaria. Aquellos componentes que son fuertemente retenidos por la 
fase estacionaria se mueven con mucha lentitud con el flujo de la fase móvil. 
En cambio, los componentes unidos débilmente a la fase estacionaria se 
mueven con rapidez. Como consecuencia de las distintas velocidades de 
migración, los componentes de la muestra se separan en bandas o zonas 
distintas que se pueden analizar de forma cualitativa y cuantitativa [1]. 
 
Una clasificación fundamental de los métodos cromatográficos se basa 
en los tipos de fases móviles y estacionarias, y en la clase de equilibrios 
involucrados en la transferencia de los solutos entre las fases. Según esta 
clasificación, existen tres tipos generales de cromatografía: cromatografía 
de gases (Gas Chromatography, GC), cromatografía de líquidos (Liquid 
Chromatography, LC) y cromatografía de fluidos supercríticos 
(Supercritical Fluid Chromatography, SFC). Como su nombre indica, las fases 
móviles en las tres técnicas son gases, líquidos y fluidos supercríticos, 






4.1 CROMATOGRAFÍA DE GASES 
 
La cromatografía de gases es sin duda la técnica cromatográfica de 
mayor proyección en la ciencia del siglo XX. Actualmente es una técnica 
madura que no falta en casi ningún laboratorio analítico, aplicándose a 
diversos campos como el de la medicina, industria, biología y análisis 
ambiental [2]. 
En GC las sustancias se separan por distribución entre una fase 
inmovilizada (un sólido o, más frecuentemente un líquido inmovilizado sobre 
un soporte sólido o sobre las paredes de la columna) y una fase móvil (FM) 
gaseosa. Cuando la fase estacionaria (FE) es un sólido, hablamos de 
cromatografía gas-sólido (Gas-Solid Chromatography, GSC), mientras que si 
la fase estacionaria es un líquido, la técnica se denomina cromatografía gas-
líquido (Gas-Liquid Chromatography, GLC). 
 Entre las ventajas de la GC podemos destacar su alta eficacia en la 
separación de compuestos similares, así como la excelente reproducibilidad 
mostrada (referida sobre todo a los tiempos de retención), y el pequeño 
volumen de muestra necesario (del orden de µL). 
 Entre las limitaciones de esta técnica se encuentran el limitado campo 
de aplicación en comparación con la LC; ya que solamente es aplicable a la 
separación de compuestos volátiles y semivolátiles, con bajos pesos 
moleculares (inferiores a 1000 g/mol), estables a la temperatura de trabajo, 
no iónicos y preferentemente con baja polaridad; además el equipo utilizado 
es costoso y requiere personal especializado para su manejo e interpretación 
de los resultados obtenidos. 
 
4.1.1 COMPONENTES BÁSICOS DE UN CROMATÓGRAFO DE 
GASES 
 
 Los componentes básicos de un cromatógrafo de gases se 
representan en la figura 4.1: 
  





Figura 4.1. Componentes de un cromatógrafo de gases. 
 
A. Gas portador 
El gas portador actúa como fase móvil y transporta los componentes de 
la muestra a través de la columna y hasta el detector. Fundamentalmente, se 
pide que el gas portador sea lo más inerte posible y con poca o, 
preferiblemente nula, solubilidad en la fase estacionaria. El helio (He) es la 
elección más común, junto con el nitrógeno (N2), aunque también se pueden 
emplear como fase móvil hidrógeno (H2), argón (Ar) o incluso dióxido de 
carbono (CO2). Su elección dependerá de: 
 
a. la naturaleza de la muestra 
b. la fase estacionaria 
c. el tipo de detector utilizado 
 
Cada uno de estos gases presenta una serie de ventajas e 
inconvenientes. Así, el nitrógeno es barato, seguro y de fácil purificación, 
pero presenta baja conductividad térmica. Por el contrario, el hidrógeno es 
barato, tiene alta conductividad térmica y baja viscosidad, siendo pequeña la 
caída de presión originada en la columna, pero puede reducir o alterar a los 
solutos de la mezcla. También produce una importante difusión de los solutos 
separados, y además, puede originar explosiones. El helio tiene las ventajas 




que el hidrógeno, se consigue un mayor flujo. El argón es relativamente 
barato y su purificación es fácil. 
 
El gas portador utilizado debe ser de gran pureza, es decir, libre de 
contaminantes tales como agua, oxígeno e hidrocarburos, que pueden 
afectar a la fase líquida. El agua y el oxígeno deterioran las columnas de 
poliamida o poliéster. Asimismo, el agua puede producir un ruido de fondo en 
el detector e incluso originar señales cromatográficas al desplazar impurezas 
existentes en la columna. La presencia de hidrocarburos ocasiona un ruido 
de fondo elevado cuando se utiliza un detector de ionización de llama. Para 
eliminar las trazas de agua y de hidrocarburos se coloca un tamiz molecular. 
Para eliminar el oxígeno se utiliza un filtro especial de cobre finamente 
pulverizado, obtenido mediante de óxido de cobre con hidrógeno [3]. 
En esta Tesis Doctoral se ha utilizado como gas portador helio, a un flujo 
de 1mL min-1. 
 
B. Sistema de inyección 
 El método más común de inyección de muestra implica el uso de una 
microjeringa para inyectar una muestra líquida o gaseosa a través de un 
diafragma de goma de silicona (septum) en una cámara de vaporización 
instantánea situada en la cabeza de la columna, cuya temperatura es 
siempre unos 50ºC por encima del punto de ebullición del componente 
menos volátil de la muestra. En el caso de las columnas analíticas ordinarias, 
el tamaño de la muestra varía desde unas pocas décimas de microlitro a 
20µL; mientras que en las columnas capilares el volumen requerido es 
mucho menor. En este caso, existen principalmente dos tipos de inyección: 
 Inyección con división de muestra: este tipo de inyección (conocida 
como inyección “split”) es el más sencillo de los que se utiliza en 
cromatografía capilar. El inyector de “split” (Figura 4.2), consta básicamente 
de los mismos elementos que un inyector normal, con la única adición de un 
sistema de división de flujo a la salida de la cámara de mezcla. Por medio de 
este tipo de inyector, el flujo de gas portador que pasa a través del inyector (y 
por lo tanto también la muestra vaporizada), se divide en dos; una parte es 
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introducida en la columna y la otra termina fuera del sistema a través de una 
válvula de aguja que permite regular la proporción de gas que es introducido 
en la columna. 
 
 
Figura 4.2. Esquema de un inyector de “split” 
 
 Los inyectores de este tipo presentan dos inconvenientes; en primer 
lugar la división de la muestra da lugar a que las cantidades de analito que 
son separadas y llegan al detector sean muy pequeñas, por lo que los límites 
de detección aumentan bastante, lo que es un gran inconveniente a la hora 
de realizar análisis de trazas. Por otra parte, los inyectores de “split” pueden 
en algunos casos dar lugar a discriminación entre los componentes de la 
muestra. 
 Inyección “splitless”: en esta técnica, la totalidad de la muestra 
inyectada es dirigida hacia la columna, que se mantiene durante la inyección 
a una temperatura inferior al punto de ebullición del componente más volátil 
de la muestra. La totalidad de la muestra inyectada, lógicamente condensa 
en la cabeza de la columna, actuando en este caso el disolvente condensado 
en la columna a modo de trampa donde se concentran los componentes a 
analizar (Figura 4.3). Transcurrido un tiempo adecuado, se abre en el 




vaporizado que pudiera quedar en el inyector; al mismo tiempo, se comienza 
un programa de calentamiento de la columna para realizar el análisis. 
 La utilización de la técnica de “splitless” supone dos importantes 
ventajas. En primer lugar, dado que no existe división de muestra, permite un 
aumento notable de la sensibilidad, por lo que es muy adecuada para el 
análisis de trazas. Por otra parte, la preconcentración de la muestra en la 
cabeza de columna origina que las pérdidas de eficacia debidas a una 
inyección inadecuada sean de mucha menor importancia que en otras 
técnicas de inyección. Esta técnica ha sido la empleada en este trabajo, con 
un volumen de inyección de 2µL. 
 El diseño de un inyector “splitless” es básicamente el mismo que el del 
inyector de “split”, pudiéndose realizar la purga del inyector bien a través de 
la válvula de split, bien a través de una válvula de purga adicional situada 
cerca del septum. La mayoría de los inyectores de “split” comerciales, están 
diseñados para poder trabajar también en modo “splitless”. 
 
 Además de las microjeringas, se pueden utilizar válvulas rotatorias, con 
las que se logra inyectar un tamaño de muestra más reproducible y reducir en 
gran medida el error relativo que conllevaría el proceso [1]. 
 
 
Figura 4.3. Vista de la sección transversal de un inyector utilizado en GC. 
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 En general, se acepta que las variables que determinan la calidad de 
una inyección son: 
 La técnica de inyección 
 El volumen de inyección 
 La temperatura del portal de inyección 
 La columna empleada 
 La temperatura de la columna 
 El liner empleado 
 
 Una de las misiones fundamentales de la técnica de inyección empleada 
es la de producir una banda estrecha en la cabeza de columna; esta banda 
puede ensancharse por dos motivos: 
 La velocidad de entrada de la muestra en el sistema 
(ensanchamiento en el tiempo) 
 La dispersión de la muestra en la columna (ensanchamiento en el 
espacio) 
 
 Otro factor importante en el sistema de inyección es el tipo de liner 
empleado. Un liner es un tubo de vidrio o cuarzo que se sitúa en el interior del 
portal de inyección, con la misión de limitar el posible contacto entre la 
muestra vaporizada y a elevada temperatura y las partes metálicas del portal. 
Además, puede incluir elementos destinados a retener las impurezas no 
volátiles de la muestra y con ello proteger la columna e, incluso, 
preconcentrar los solutos de interés logrando bandas estrechas. Su forma y 
diseño deben seleccionarse en función de la técnica empleada [2]. 
 
C. Horno cromatográfico 
 El horno cromatográfico es normalmente un sistema de calefacción por 
circulación forzada de aire, diseñado de manera que pueda alojar 
convenientemente dos o más columnas, y que permite el acceso necesario 
para su instalación e intercambio, pero a la vez reduciendo al mínimo los 
espacios innecesarios y garantizando la inexistencia de zonas de diferente 
temperatura, puntos fríos o calientes, próximos a la columna, etc. 




del horno. Las columnas capilares presentan una excelente conductividad 
térmica que posibilita el empleo de gradientes rápidos de temperatura pero a 
la vez provoca que las inestabilidades de la temperatura del horno afecten 
rápidamente a la fase y con ello a las separaciones. En la actualidad, 
prácticamente todos los instrumentos comerciales cuentan con 
microprocesadores que se encargan del control de la temperatura y su 
monitorización durante la operación, garantizando así que este elemento no 
compromete la calidad de las separaciones. Por otra parte, el control preciso 
de la temperatura es el elemento fundamental para trabajar en elución a 
temperatura programada. 
 
 El rango de trabajo de un horno cromatográfico suele encontrarse entre 
la temperatura ambiente y los 400-450 ºC. En la práctica, el rango de 
temperaturas de trabajo está controlado por el punto de fusión y la presión de 
vapor de la fase estacionaria utilizada [2]. 
 
D. Columna cromatográfica 
 La columna es el elemento principal del cromatógrafo de gases, ya que 
en ella tienen lugar los procesos físico-químicos en los que se fundamenta la 
separación cromatográfica 
 En GC se usan dos tipos generales de columnas, las abiertas o 
capilares, y las empaquetadas o rellenas. En las primeras, la fase 
estacionaria se deposita sobre las paredes internas del tubo, mientras que en 
las segundas se deposita sobre partículas sólidas que rellenan 
completamente el interior de la columna. Además, dentro de cada uno de los 
grupos anteriores se pueden establecer subdivisiones en base al diámetro del 
tubo, la disposición de la fase estacionaria, su estado físico e incluso el 
material del tubo [1]. 
 Debido al gran desarrollo que las columnas capilares han tenido en los 
últimos años, el interés por las columnas empaquetadas ha disminuido 
notablemente. 
 Las columnas capilares son de dos tipos básicos, columnas tubulares 
abiertas de pared recubierta (Wall-Coated Open Tubular, WCOT) y columnas 
tubulares abiertas recubiertas con soporte (Support-Coated Open Tubular, 
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SCOT). Las primeras son simplemente capilares cuya pared interna está 
recubierta con una fina capa de fase estacionaria. En las segundas las 
superficie interna del capilar está recubierta con una capa delgada (~ 30 µm) 
de un material de soporte, tal como tierra de diatomeas. Generalmente, la 
eficacia de una columna SCOT es menor que la de una columna WCOT, pero 
es sensiblemente mayor que la de una columna empaquetada [1]. 
 En esta Tesis Doctoral hemos utilizado una columna capilar HP5-MS 
(30m x 0.25mm x 0.5µm). 
 
E. Detector 
 El cromatógrafo de gases posee un sistema continuo de detección por el 
que pasa el gas portador con los solutos separados procedentes de la 
columna. Su misión es la de poner de manifiesto el paso de los analitos 
originando una señal eléctrica que, debidamente amplificada, es registrada o 
enviada al microprocesador. El fundamento del detector es medir de forma 
continua una propiedad física o química del gas que circula 
permanentemente a su través. Realiza dos funciones primordiales: 
1. Indicar el momento exacto en que pasa un soluto definiendo los 
tiempos de retención para el análisis cualitativo 
2. Originar una señal proporcional a la cantidad de soluto que pasa a su 
través, para fines cuantitativos [3]. 
El detector ideal para cromatografía de gases debe tener las siguientes 
características: 
 
 Adecuada sensibilidad 
 Buena estabilidad y reproducibilidad 
 Respuesta lineal para los solutos 
 Intervalo de temperaturas desde la temperatura ambiente hasta al 
menos 400ºC 
 Tiempo de respuesta corto independiente del flujo 
 Alta fiabilidad y manejo sencillo 
 Respuesta similar para todos los solutos 





A día de hoy, no existe un detector que reúna todas estas características. Los 
principales detectores que se suelen acoplar a un cromatógrafo de gases son 
el detector de ionización de llama (Flame Ionization Detector, FID), el detector 
de conductividad térmica (Thermal Conductivity Detector, TCD), el detector 
de captura electrónica (Electron Capture Detector, ECD), el detector de 
emisión atómica (Atomic Emission Detector, AED) y el detector selectivo de 
masas (Mass Selective Detector, MSD). Este último ha sido el empleado en 
este trabajo, un modelo 5973 de Agilent Technologies. 
 
4.2 INTERFASE 
El mayor problema de conexión (interfase) entre un cromatógrafo de 
gases y un espectrómetro de masas se centra en las diferentes 
condiciones de flujo entre los dos instrumentos. El cromatógrafo de gases 
trabaja a presiones superiores a la atmosférica, mientras que la fuente de 
ionización del espectrómetro de masas requiere una presión mucho menor 
(de 104 a 106 veces menor). Otro problema importante es la dilución de los 
analitos en el gas portador en GC, que no alcanza los mínimos requeridos 
en espectrometría de masas (Mass Spectrometry, MS); por ello es 
imprescindible una preconcentración en continuo. Por tanto, la interfase del 
acoplamiento GC-MS debe realizar dos funciones principales: 
 
a) Reducción drástica de la presión 
b) Enriquecimiento de los analitos en el flujo gaseoso 
 
Sin embargo, el salto de presión que hay que salvar cuando se acoplan 
GC y MS se soluciona fácilmente cuando se trabaja con columnas capilares, 
que es en el 95% de los casos actualmente. El flujo del gas portador es 
inferior a 3 mL/min, por lo que el extremo de la columna se introduce 
directamente en el interior de la fuente de iones, dando lugar a una interfase 
directa. La mayor ventaja de esta interfase es que se garantiza que toda la 
muestra entre en la cámara de ionización. No obstante, su mayor 
inconveniente práctico aparece cuando hay que cambiar la columna, ya que 
para esto hay que romper el vacío y realinear el extremo de la columna en la 
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fuente. Por otra parte, si toda la muestra entra en la fuente puede producirse 
contaminación de ésta o degradación de los componentes [3]. 
 
4.3 ESPECTROMETRÍA DE MASAS 
La MS es una técnica instrumental en la cual las moléculas gaseosas 
son ionizadas, aceleradas en un campo eléctrico y por último separadas en 
función de la masa. 
 
4.3.1 COMPONENTES DE UN ESPECTRÓMETRO DE MASAS 
El espectrómetro de masas está constituido por una serie de elementos 
principales: fuente de ionización, analizador de masas, detector de iones y 
fuente de vacío. 
 
 Fuente de ionización 
La fuente de ionización es la encargada de provocar la ionización de la 
molécula, bien por impacto electrónico (Electron Impact, EI) o por ionización 
química (Chemical Ionization, CI). A continuación ahondaremos en la técnica 
del impacto electrónico, por haber sido la utilizada en este trabajo. 
 
La ionización por impacto electrónico es el tipo de ionización más 
empleado (Figura 4.4). Se produce en una cámara a presión muy baja (10-8 
torr). La muestra en fase gaseosa se introduce en la cámara de ionización, 
donde las moléculas son bombardeadas con electrones procedentes de un 
filamento caliente (frecuentemente de renio) con una energía de 70 eV, 
energía suficiente para ionizar las moléculas dando lugar a la formación de 
fragmentos moleculares positivos, negativos y neutros. Los fragmentos, 
normalmente positivos, se introducen a continuación en el cuadrupolo para 
seleccionarlos en función de sus masas. Si la energía de estos electrones es 
superior al potencial de la ionización de la molécula, ésta se ioniza 
positivamente formando el ion molecular y liberando un electrón. Energías 
inferiores a 70 eV conducen a la producción de pocos fragmentos, como 




excesivas generan espectros en los que prácticamente el ion molecular no 
aparece y la información cualitativa es insuficiente. 
 
Figura 4.4. Ejemplo de fuente de ionización con impacto electrónico. 
 
Otro factor a tener en cuenta es la temperatura de la fuente de 
ionización, ya que afecta al proceso de fragmentación, aunque este efecto 
está ligado a la estructura de los compuestos. No es posible, por lo tanto, 
establecer una temperatura de trabajo general, pero es necesaria una 
temperatura elevada, no sólo para favorecer la ionización de las moléculas de 
la muestra que entran en la fuente, sino que para mantenerlas en estado gas, 
evitando la contaminación de ésta por condensación de los compuestos de 
baja volatilidad. Como la presión es muy baja, las moléculas y los iones que 
se formaron no chocan entre sí y es posible separarlos, originando espectros 








 Analizador de masas 
Una vez generados los iones, estos deben ser separados en función de 
su relación masa/carga (m/z). Los analizadores más empleados en equipos 
acoplados a cromatógrafos de gases son los siguientes: 
 
a) Magnético 
b) Tiempo de vuelo 
c) Cuadrupolar 
d) Trampa iónica 
 
La elección del analizador más adecuado siempre va a depender del uso 
que se vaya a hacer de él, de las necesidades de sensibilidad, de la 
versatilidad de su uso, del personal disponible y cómo no del coste que 
seamos capaces de asumir. 
El analizador más habitual es el analizador de masas cuadrupolar o 
cuadrupolo (Figura 4.5). 
 
 
Figura 4.5. Diagrama de un espectrómetro de masas cuadrupolar. 
 
Estos analizadores constan de cuatro cilindros metálicos paralelos y 




Al par de cilindros colocados en diagonal se le aplica un voltaje de corriente 
continua (DC) de igual magnitud pero de sentido contrario, superpuesto con 
un voltaje de corriente alterna de radiofrecuencia (RF). Como resultado, se 
obtiene un campo eléctrico que origina el movimiento de los iones en la 
dirección z (que va desde la fuente al detector) pero con una trayectoria 
oscilatoria simultánea en el plano x-y. La amplitud de la oscilación sólo 
depende de la relación m/z y puede ser controlada modificando los voltajes 
de DC y RF en una proporción prefijada. 
Así, el movimiento de los iones dependerá de los campos eléctricos de 
modo que sólo los de una determinada relación m/z estarán en resonancia y 
por tanto pasarán a través del detector. Los valores m/z que no estén en 
resonancia con dicha trayectoria chocarán con los cuadrupolos y no se 
detectarán. 
Los analizadores cuadrupolares pueden operar entre 10 y 2000 m/z, 
aunque el rango de trabajo típico es de 10-800 m/z. Son analizadores 
veloces, y por tanto, adecuados para su trabajo en el acoplamiento con GC. 
La velocidad es mayor cuanto más estrecho es el rango de barrido. Otra de 
las ventajas de estos analizadores es la posibilidad de trabajar en varias 
modalidades de medida: 
 Full Scan (modo de barrido de iones): se realiza un barrido completo 
de la muestra obteniendo un registro total de todos los iones. 
 SIM (Selective Ion Monitoring): se registra de forma continua la 
presencia de uno o varios iones previamente seleccionados. Éste es el modo 
de trabajo más adecuado cuando el objetivo principal del análisis es 
maximizar la sensibilidad. 
 
4.4 CROMATOGRAFÍA LÍQUIDA 
La cromatografía líquida de alta resolución (High Performance Liquid 
Chromatography, HPLC) es la técnica analítica de separación más 
ampliamente utilizada. Las razones de su popularidad son su sensibilidad, su 
fácil adaptación a las determinaciones cuantitativas exactas, su idoneidad 
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para automatizarla, su capacidad para separar especies no volátiles o 
termolábiles, pero sobre todo, su amplia aplicabilidad a sustancias que son 
importantes en la industria, muchos campos de la ciencia y para la sociedad 
en general [1]. 
 
4.4.1. COMPONENTES DE UN CROMATÓGRAFO DE LÍQUIDOS 
Un sistema moderno de cromatografía líquida está compuesto por cuatro 
elementos básicos (Figura 4.6): 
 Un sistema capaz de gestionar e impulsar la fase móvil. 
 La columna cromatográfica. 
 Un sistema que permita la inserción de las muestras. 
 Un sistema capaz de informar del resultado de la separación, es 
decir, un sistema de detección de las especies que abandonan la columna. 
 
 
Figura 4.6. Componentes básicos de un cromatógrafo de líquidos 
 
 Bomba 





• Ser capaz de gestionar presiones del orden de 400 atm (unos 6000 
psi). 
• Mantener un flujo de fase móvil de manera constante en el tiempo y 
reproducible día a día. 
• Permitir la variación de dicho flujo en un intervalo práctico de trabajo. 
• Limitar los volúmenes muertos al máximo, especialmente cuando el 
sistema deba ser utilizado para eluciones programadas. 
• Limitar las pulsaciones de presión inherentes al propio 
funcionamiento o amortiguarlas de manera eficaz. 
• Ser químicamente inerte. 
• Permitir el trabajo desatendido durante horas o días. 
• Permitir cambios de disolvente y operaciones de mantenimiento de 
modo simple y rápido. 
• Ser robusta mecánicamente, operar sin excesivo ruido o vibración y 
disponer de los elementos de seguridad necesarios para el trabajo con 
disolventes inflamables, tóxicos, etc. 
 
Existen tres tipos de bombas: bombas recíprocas, bombas de jeringa o 
de desplazamiento y bombas neumáticas. Actualmente, las más utilizadas en 
los laboratorios son las bombas recíprocas [2]. 
 
 Inyector 
A menudo, el factor limitante en la precisión de las medidas en 
cromatografía líquida es la reproducibilidad con que se puede introducir la 
muestra en la columna [1]. El procedimiento más simple y antiguo para la 
introducción de muestras implicaba una jeringa a través de un septum que 
cierra herméticamente. La ventaja de esta técnica es su sencillez, pero el 
inconveniente es precisamente la escasa reproducibilidad que muestra en la 
inyección. Actualmente, el uso de válvulas de inyección (loop injector) se ha 
convertido en la opción habitual en la inmensa mayoría de casos. Cualquier 
sistema de inyección debe permitir la inserción de un volumen fijo o variable 
de muestra en el sistema sin romper o perturbar significativamente las 
condiciones de presión del mismo [2]. 




 La columna en cromatografía líquida está constituida normalmente en 
acero aunque también existen columnas construídas en vidrio, material 
polimérico y, en el caso de microcolumnas, sílice fundida. El material de 
relleno se mantiene en el interior del tubo mediante cierres porosos de metal 
o vidrio. Obviamente, puesto que el sistema debe trabajar a elevadas 
presiones el material elegido para la construcción de la columna debe 
soportar tales presiones. Una condición importante es lograr una superficie 
perfectamente homogénea en el interior de la columna para evitar el 
denominado efecto pared, que puede provocar pérdidas considerables de 
eficacia y resolución [2]. 
 La longitud de las columnas en cromatografía líquida oscila entre 10 y 30 
cm. Suelen ser columnas rectas, aunque a veces se pueden encontrar 
columnas configuradas con forma helicoidal cuyo resultado es una pérdida de 
eficacia. Su diámetro interno varía entre 4 a 10 mm y los tamaños de las 
partículas de los rellenos más comunes son 5 o 10 µm. Sin embargo, existen 
otro tipo de columnas, más eficaces, rápidas, con menores consumos de 
disolventes y con menores dimensiones que las descritas hasta el momento. 
Estas columnas pueden tener diámetros internos que oscilan entre 1 y 4.6 
mm, con longitudes entre 3 y 7.5 cm rellenas con partículas de tamaño de 3 ó 
5 µm. 
 En ocasiones, para aumentar la vida de la columna analítica, se coloca 
una precolumna que elimina no sólo la materia en suspensión y los 
contaminantes de los disolventes, sino también los componentes de la 
muestra que se unen de manera irreversible a la fase estacionaria. La 
composición del relleno de la precolumna debería ser semejante al de la 
columna analítica, pero el tamaño de partícula es mayor para minimizar la 
caída de presión [1]. 
 En este trabajo hemos utilizado una columna Zorbax Eclipse XDB-C8 







 El detector ideal para cromatografía líquida debería poseer todas las 
características que se mencionaron anteriormente para los detectores de 
cromatografía de gases, a excepción de que un detector de cromatografía 
líquida no requiere ser sensible en un intervalo tan grande de temperaturas. 
Además, un detector de HPLC debe tener un volumen interno mínimo con el 
fin de reducir el ensanchamiento de banda. 
 Los detectores más comúnmente utilizados en HPLC son el detector de 
absorbancia, el detector de fluorescencia, el detector electroquímico, el 
detector de conductividad y el detector de espectrometría de masas. Este 
último ha sido el empleado en esta Tesis Doctoral. 
 
4.5 ESPECTROMETRÍA DE MASAS 
 La espectrometría de masas es una técnica analítica que proporciona 
información tanto cualitativa como cuantitativa de las moléculas analizadas 
previamente convertidas en iones. Las moléculas de interés forman parte de 
una mezcla heterogénea. Se somete en primer lugar a una fuente de 
ionización donde se ionizan adquiriendo carga negativa o positiva. Los iones 
atraviesan el analizador de masas hasta que alcanzan las diferentes partes 
del detector de acuerdo con su relación m/z. Una vez en contacto con el 
detector, se generan señales que son registradas en el sistema informático y 
representadas en un espectro de masas que muestra la abundancia relativa 
de las señales en función de su relación m/z. Así pues, para el análisis de las 
muestras por MS se producen tres procesos básicamente: 
 
• Ionización de la muestra. 
• Análisis de la muestra ionizada. 
• Detección de los compuestos formados. 
 
 La ionización de la muestra puede llevarse a cabo de diferentes formas, 
según la naturaleza de la propia muestra y lo que se pretenda detectar en el 
propio análisis. Puede efectuarse en condiciones de alto vacío por impacto 
electrónico (EI) o a presión atmosférica (Atmospheric Pressure Ionization, 
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API). En este último caso, si se trata de un análisis en fase líquida, se 
realizará una ionización por electrospray (Electrospray Ionization, ESI), 
mientras que si es en fase gaseosa se efectuará una ionización química 
(Atmospheric Pressure Chemical Ionization, APCI) o bien una fotoionización 
(Atmospheric Pressure Photo Ionization, APPI). Las técnicas de ionización 
más empleadas en el laboratorio clínico son la ESI y la APCI. En nuestro 
caso hemos utilizado la ESI. 
 
 Fuente de ionización 
 En la fuente de ionización por electrospray (Figura 4.7) el analito pasa a 
través de un tubo capilar de acero inoxidable o de cuarzo al cual se le aplica 
una diferencia de potencial en presencia de un flujo de gas (N2), originando la 
nebulización de las gotas cargadas en el capilar y dando lugar a la formación 
de los iones. 
 
 
Figura 4.7. Fuente de ionización por electrospray 
 
 Las gotas son repelidas del capilar hacia el cono de la fuente de 
muestreo (Figura 4.8). En este trayecto, las gotas van reduciendo su tamaño 
por evaporación del disolvente al aumentar la temperatura de la fuente y/o 




gotas cargadas alcanza un punto crítico en el cual es cinética y 
energéticamente posible el paso a fase gaseosa para los iones de la 
superficie. En este momento, la tensión superficial no es capaz de mantener 
la carga, por lo que se produce una “explosión coulombiana” y la gota se 
rompe en gotas más pequeñas. Este proceso puede repetirse hasta que sólo 
existan moléculas de analito cargadas que no son estrictamente iones, y que 
pueden tener una o varias cargas. 
 
 
Figura 4.8. Mecanismo de ionización mediante ESI 
 
 Así pues, la transferencia de las especies iónicas desde una disolución a 
la fase gaseosa por medio de ESI implica tres etapas: 
 
• Dispersión de un spray fino de gotas cargadas. 
• Evaporación del disolvente. 
• Liberación de los iones de las gotas altamente cargadas. 
 
 A medida que el disolvente se va evaporando, las gotas van 
desapareciendo dejando los analitos altamente cargados. La nebulización, 
desolvatación y evaporación son tres pasos importantes para transferir las 
moléculas de la muestra de estado líquido a gas en presencia de N2. 
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 Analizador de masas. Triple cuadrupolo 
En los laboratorios actuales, los espectrómetros de masas 
cuadrupolares generalmente están acoplados a cromatografía de gases o 
cromatografía líquida para componer un sistema de detección con alto 
rendimiento. Pero los cuadrupolos también pueden configurarse en tándem 
para realizar estudios de fragmentación. El más habitual es el espectrómetro 
de masas de triple cuadrupolo (QQQ), fundamento de la espectrometría de 
masas en tándem (MS/MS). 
 
 Este tipo de analizador (Figura 4.9) consta de tres cuadrupolos: dos 
analizadores de masas (Q1 y Q3) separados por una celda de colisión (Q2) 
colocados en línea recta. En el primer cuadrupolo se selecciona el analito de 
interés por su masa (habitualmente denominado ion precursor). En un 
segundo cuadrupolo se le pone en contacto con un gas de colisión, 
generalmente Ar, sometido únicamente a RF que se usa como celda de 
colisión para producir la fragmentación del ion precursor. Este proceso recibe 
el nombre de disociación inducida por colisión (Collision Induced Dissociation, 
CID). Los iones producto resultantes de la CID están relacionados con la 
estructura molecular del ion precursor y se escanea en el tercer cuadrupolo 









 La espectrometría de masas en tándem puede ser utilizada para 
cuantificación. Esto se consigue realizando la adquisición de dos estados del 
ion seleccionado. El primer cuadrupolo es programado para transmitir el 
primer ion de interés a la celda de colisión, y luego uno de sus iones 
producto, es monitorizado después del segundo cuadrupolo. Con la selección 
de un estándar interno adecuado, el espectrómetro de masas puede ir 
cambiando rápidamente entre los cuatro iones (dos iones precursores y dos 
iones producto asociados) y las correspondientes intensidades de los iones 
producto monitorizadas. Esta técnica es conocida como monitorización de 
reacción múltiple (Multiple Reaction Monitoring, MRM) y es capaz de alcanzar 
altos niveles de especificidad. 
 
 La espectrometría de masas en tándem también puede utilizarse con 
fines de cribado y hay dos técnicas ampliamente desarrolladas. El Q2 es 
programado estáticamente para transmitir iones producto de una única 
relación m/z seleccionada. Esta masa es monitorizada continuamente 
mientras el Q1 está realizando escaneos. Se detectará una señal sólo 
cuando un ion precursor produzca los iones fragmento que están siendo 
monitorizados. Esta técnica es conocida como escaneo de iones precursores 
(Precursor Ion Scan) y es utilizada a menudo, por ejemplo, para analizar una 
mezcla compleja (orina, sangre), con el fin de detectar compuestos de 
estructura relacionada, como metabolitos o drogas conocidas [4]. 
 
 El otro método de cribado es conocido como escaneo de pérdida neutra 
(Neutral Loss Scan). Tanto Q1 como Q3 escanean conjuntamente a una 
diferencia en la relación m/z constante. Este modo se utiliza para monitorizar 
la pérdida de un fragmento neutro para una clase de moléculas obtenidas por 
CID. 
 
 En este trabajo hemos trabajado con un analizador de masas de triple 
cuadrupolo operando en modo MRM. 
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El número de intoxicaciones agudas y crónicas atribuidas a las drogas 
de abuso constituyen un grave problema social y sanitario. Este hecho ha 
contribuido a la optimización de nuevos métodos analíticos para la 
determinación de estas sustancias y sus metabolitos en las distintas matrices 
biológicas. 
En esta Tesis Doctoral se estudian tres grupos de drogas claves en la 
sociedad actual. El cannabis y la cocaína siguen siendo las drogas ilegales 
más consumidas en España, y la heroína, aunque muy lejos de causar los 
efectos devastadores de la década de los 90, parece ser en este contexto de 
crisis económica y social un recurso barato y fácil de conseguir que sustituye 
a los analgésicos con receta derivados del opio. 
La orina es la matriz utilizada rutinariamente para realizar el cribado 
inicial en toxicología forense y control antidoping, ya que contiene elevadas 
concentraciones de las drogas y es una muestra fácil de recoger, aunque hay 
que destacar su relativa dificultad para detectar estas drogas en orina cuando 
han transcurrido más de 48-72 horas desde su administración. 
La ventaja de los análisis de pelo se basa en el hecho de que el tallo del 
pelo es un tejido sin metabolismo, por lo que estas sustancias permanecen 
almacenadas en el mismo prácticamente sin variación durante un largo 
periodo de tiempo. Tanto las diferentes drogas como sus principales 
metabolitos se incorporan al pelo desde el torrente sanguíneo y permanecen 
allí de forma estable e indefinida, proporcionando un período de detección 
mucho mayor con respecto a otros fluidos biológicos. 
Para el estudio toxicológico de los compuestos de interés se han 
seleccionado como técnicas analíticas la cromatografía de gases y la 
cromatografía líquida, ambas con detectores de espectrometría de masas, de 




preparación de la muestra con el fin de optimizar la recuperación de los 
distintos analitos. Cabe destacar que dicha etapa de pretratamiento de la 
muestra es clave para el resultado final del procedimiento analítico. 
 Como en muchas ocasiones existe la necesidad de trabajar con 
cantidades extremadamente pequeñas de muestra, no sólo hay que combinar 
o acoplar varias técnicas instrumentales sino también aumentar la 
sensibilidad de las mismas con el fin de mejorar los límites de detección. 
 En resumen, las necesidades analíticas planteadas en los diferentes 
ámbitos de la Toxicología ha dado lugar a que se investiguen y pongan a 
punto nuevos métodos analíticos sensibles, precisos y específicos. 
 Por todo lo expuesto anteriormente, los objetivos de esta Tesis Doctoral 
han sido: 
1. Acelerar la hidrólisis del pelo utilizando para ello la energía de 
ultrasonidos y la técnica de dispersión de matriz en fase sólida (MSPD) 
para la extracción de cocaína y opiáceos. 
2. Desarrollar mediante la técnica de MSPD un novedoso método de 
pretratamiento de muestra para la extracción de cocaína y opiáceos en 
pelo. 
3. Desarrollar un método de cromatografía líquida acoplada a 
espectrometría de masas en tándem para la detección directa de 
cocaína y opiáceos en pelo sin necesidad de separación cromatográfica. 
4. Desarrollar un método de cromatografía líquida acoplada a 
espectrometría de masas en tándem para la separación y cuantificación 
de compuestos cannabinoides en pelo. 
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BSTRACT:The use of ultrasound energy for accelerating the 
pronase E enzymatic hydrolysis of human hair for extracting illicit 
drugs has been novelty tested. The enzymatic extracts obtained 
after 30 min of sonication in an ultrasonic water-bath were 
subjected to an optimised solid phase extraction (SPE) process which 
involves a solution of 2.0 % (v/v) of acetic acid in methanol as eluting solution 
and concentration by N2 stream evaporation. A gas chromatography – mass 
spectrometry (GC–MS) method was used to separate and determine cocaine, 
benzoylecgonine (BZE), codeine, morphine and 6–monoacethylmorphine (6–
MAM) in 20 min. Variables affecting ultrasound assisted pronase E hydrolysis 
such as hydrolysis temperature, hydrolysis time, enzyme concentration, 
catalyser (1,4–dithiothreitol, DTT) concentration, ionic strength, pH and 
ultrasound frequency, were simultaneously evaluated by a Plackett–Burman 
design 28 PBD of resolution III. The most statistically significant variables 
were ionic strength and pH, which means that analyte extraction is mainly 
attributed to pronase E activity. The optimisation and / or evaluation of all the 
factors has led to an accelerated pronase E hydrolysis of human hair which 
can be completed in 30 min. Results have been found to be statistically 
similar to those obtained with conventional pronase E hydrolysis. The 
accelerated method was finally applied to several human hair samples from 
multidrug abusers. 
 
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Keywords: Ultrasound bath assisted enzymatic hydrolysis, cocaine, 
benzoylecgonine, codeine, morphine, 6–monoacethylmorphine, human hair, 
gas chromatography – mass spectrometry 
 
5. Introduction 
Hair analysis for drugs is a well established and recommended 
methodology in the forensic field. Human hair is used as a forensic sample 
not only for cocaine, cannabis, and opiate determination but also for new 
recreational drugs such as amphetamine and amphetamine-like drugs. Gas 
chromatography/mass spectrometry (GC/MS) is the most commonly used 
technique when separating and determining illicit drugs and their metabolites 
due to its high specificity, sensitivity, and cost. Inmunological assays, although 
less costly than GC/MS or high-performance liquid chromatography-mass 
spectrometry (HPLC-MS), are less sensitive and cannot guarantee specificity. 
Both sensitivity and specificity are also offered by HPLC-MS, but high solvent 
and gas consumption make this technique more expensive than GC. 
However, as recently reviewed by Miki et al. [1]. GC/MS requires tedious 
sample pre-treatments before analysis, which makes the overall procedure 
time-consuming, creating difficulty when coping with large numbers of 
samples. 
Since the pioneering review by Chiarotti on illicit drug extraction from hair 
[2], extraction treatments based on the use of methanol, aqueous acids, or 
buffer solutions, alkaline digestions with aqueous sodium hydroxide, and 
enzymatic digestions are still the most commonly reported sample pre-
treatments for isolating illicit drugs from the hair matrix [3,4]. Supercritical fluid 
extraction with CO2 has also been used to extract illicit drugs from hair 
samples [3,5-7]. However, as reported by Pragst and Balikova [3], this method 
is seldom used due to high cost. Drastic alkaline conditions due to the use of 
aqueous sodium hydroxide lead to an efficient solubilization of the keratin 
matrixes. However, alkaline conditions must be avoided when determining 
unstable compounds under alkaline conditions, such as cocaine [2]. Similarly, 
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aqueous acid solutions can also hydrolyze some analytes, for instance, partial 
hydrolysis of cocaine to benzoylecgonine (BZE) or 6-monoacethylmorphine 
(6-MAM) to morphine [3]. It should be mentioned that according to results 
from the third proficiency test organized by the Society of Hair Testing 
(SoHT), acidic hydrolysis can offer higher yields for cocaine, opiates, and their 
metabolites than those obtained using enzymatic or methanol hydrolysis [8]. 
However, conclusions from this study are not totally reliable due to high 
relative standard deviation (RSDs). Therefore, hair pre-treatments by using 
moderate pHs are more useful when analytes of different stability must be 
isolated under the same operating conditions. In these cases, sample pre-
treatments based on extractions with methanol or enzymatic hydrolysis are 
preferable. The use of methanol as a solvent offers the advantage over 
enzymatic digestion methods that direct GC injections can be performed 
without cleanup of the hair extracts. However, uncompleted analyte 
recoveries are commonly obtained, and formation of methyl esters derivates 
has been reported [3]. 
Because moderate pH and temperature conditions are required when 
using enzymatic hydrolysis processes, proteolytic enzyme-based treatments 
can be useful for extracting illicit drugs from hair without analyte hydrolysis. 
Enzymatic or enzymic hydrolysis consists in reducing disulfide bonds of 
keratins under certain environmental conditions such as pH, temperature, and 
ionic strength. After enzymatic hydrolysis action, a variable fraction of analyte 
is released from the hair matrix and can be properly measured. Pronase E 
and proteinase K are the most commonly used enzymes for hydrolyzing hair 
proteins [2,3,9-12], although a β-glucuronidase/arylsulfatase mixture has also 
been proposed [13], Offidani et al. improved the enzymatic hydrolysis of hair 
using 1,4-dithiothreitol (DTT) and sodium dodecyl sulfate during the enzyme 
treatment [9]. The presence of DTT increases the analyte (cocaine) extraction 
ratio when the reagent is incubated with the hair sample during [9,12] or prior 
[10,11] to the enzymatic hydrolysis. It has been reported that the extraction 
yields of opiates (codeine, morphine, and 6-MAM), cocaine, and BZE are 
higher when using enzymatic hydrolysis than with the use of alkaline- and 
methanol- based extraction procedures [14]. 
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Furthermore, enzymatic hydrolysis methods are more expensive than 
methanol- and acid-based treatments. An important drawback of enzymatic 
hydrolysis is the long time required for completing the hydrolysis process, 
commonly in the range of 6-24 h. This fact, together with the use of an 
efficient cleanup method, makes enzymatic hydrolysis of hair to be a tedious 
and time-consuming methodology. Recently, ultrasound energy has been 
successfully applied for speeding up enzymatic hydrolysis of biological 
materials for trace elements and organometallic species extraction [15,16]. 
Typical enzymatic hydrolysis times with conventional thermostatic incubation 
were reduced from between 5 and 16 h to 30 min when using ultrasonic water 
baths [15] and further reduced to 2 min when using ultrasonic probes [16]. 
Ultrasound waves promote an increase of pressure and temperature due to 
bubble collapse (induced cavitations process). The asymmetric cavity 
collapse when a solid phase is immersed into a liquid phase produces high-
speed jets of liquid, which impact on the solid surface [17]. As proposed by 
Wolf et al. [18], when extracting metalothioneins from biological materials 
under ultrasound waves, these impacts must disrupt the cell membranes, and 
the cytosolic content is more easily attacked by enzymes, allowing a 
shortened pretreating time [15]. 
The aim of the current study has been the novel application of ultrasound 
energy to accelerate human hair enzymatic hydrolysis for isolating illicit drugs. 
Pronase E has been used as a proteolytic enzyme, and the effect of DTT has 
also been evaluated. Cocaine, BZE, codeine, morphine and 6-MAM were 
simultaneously extracted from human hair samples and analyzed by an 
optimized GC/MS procedure [19]. Variables affecting the ultrasound-assisted 
pronase E hydrolysis of human hair were fully studied by application of an 
experimental design approach. 
5.1. Experimental section 
5.1.1 Apparatus. 
 
 GC/MS analysis was performed with a Hewlett-Packard model 6890 gas 
chromatograph (Hewlett-Packard, Avondale, PA), equipped with a HP-5 
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capillary column (30 m, 0.22 mm i.d., 0,33 µm film thickness of cross-linked 
5% phenyl methyl siloxane) and a HP 5973 mass spectrometer as a selective 
detector. A Raypa UCI-150 ultrasonic cleaner bath form R. Espinar S.L. 
(Barcelona, Spain) was used, with programmable for temperature and time 
and ultrasound frequencies of 17 and 35 kHz. Other equipment included the 
following: an ultracentrifuge Laborzentrifugen model 2K15 (Sigma, Osterode, 
Germany); an Orion 720A plus pH-meter with a glass-calomel electrode 
(Orion, Cambridge, UK); a Boxcult incubation camera (Selecta, Barcelona, 
Spain) coupled with an agitator Rotabit (Selecta); Univeba and Digiterm 
3000542 thermostatic bathes (Selecta); a Reax 2000 mechanical stirrer 
(Heidolph, Kelheim, Germany); a Visiprep TM DL vacuum manifold from 
Supelco; a VLM EC1 metal block thermostat and N2 sample concentrator from 
VLM (Leopoldshöhe-Greste, Germany); a Laser Coulter Series LS-100, 
Fraunhofer optical model (Coulter Electronics Inc.); Oasis HLB cartridges (3 
cm3, 60 mg) from Waters (Milford, MA). The chemometrics package was 




 Ultrapure water of resistance 18 MO cm-1 was obtained from a Milli-Q 
purification device (Millipore Co., Bedford, MA). Pronase E, acetonitrile 
(gradient grade), methanol (gradient grade), DTT, sodium hydroxide, 
potassium chloride, boric acid, acetic acid, chlorotrimethylsilane (TMCS), and 
N-methyl-tert-butylsilyltrifluoroacetamide (BSTFA) were from Merck (Poole, 
U.K.). Hydrochloric acid, 37%, was from Panreac (Barcelona, Spain). 
Ammonium hydroxide was from Scharlau (Barcelona, Spain). Tris 
(hydroxymethyl)aminomethane (TRIS) was from Sigma-Aldrich (Stemheim, 
Switzerland). Drug stock standard solutions were prepared from cocaine, 
BZE, codeine, morphine, and 6-MAM from Lipomed (Arlesheim, Switzerland). 
Deuterated drug stock standard solutions were prepared from cocaine-d3 in 
acetonitrile, BZE-d3 in methanol, codeine-d3 in methanol, morphine-d3 in 
methanol, and 6-MAM-d3 in methanol from Cerillant. 
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5.1.3 Hair Sample Pre-treatment.  
 Hair samples were obtained from multidrug abusers from an addiction 
research center in Santiago de Compostela, Spain. Hair samples of 2-3 cm in 
length (~0.5 g in weight) were cut with round-point scissors from the vertex 
posterior region of the scalp. To establish the method’s limit of detection, 
drug-free scalp hair from laboratory staff volunteers was used. 
 All samples were decontaminated by mechanical stirring in a diluted 
soap solution at physiological pH for 30 min at room temperature and several 
times with Milli-Q water to remove any drug potentially introduced through 
passive contamination, as well as dirt and grease on the hair’s outer layer. 
The successful removal of the hair’s external contamination was verified 
through the negative result after the analysis of the last washing solution. 
Finally, the decontaminated hair samples were oven dried at 40 ºC for 24 h. 
Hair was carefully cut into small segments and then pulverized in a vibrating 
zircon ball mill for 20 min to ensure homogeneity. Pulverized hair samples 
(mean particle size of ~50 µm, measured by laser diffraction) were kept either 
in sealed glass or in plastic bottles until time of use. 

5.1.4 Conventional Pronase E Enzymatic Hydrolysis 
Procedure. [19] 
 Approximately 50 mg of pulverized hair was weighed into the centrifuge 
tubes, and 500 µL of a DTT solution (12 mg mL-1 in TRIS-HCl buffer solution 
0.1 M, pH 7.2) added, and the mixture was incubated at 40 ºC for 2 h. Then, 
500 µL of a solution containing 2.0 mg mL-1 pronase E in TRIS-HCl buffer 
solution 0.1 M, pH 7.2 was added, and the mixtures were incubated at 40 ºC 
for 12 h. After ultracentrifugation at 3000 rpm for the 15 min, the supernatant 
was subjected to a solid-phase extraction (SPE) cleanup process and 
derivatization. 
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5.1.5 Ultrasound-Assisted Pronase E Enzymatic Hydrolysis 
Procedure. 
 After weighing ~50 mg of pulverized hair into centrifuge tubes, 500 µL of 
a solution containing 20 mg mL-1 DTT and 500 µL of 2.5 mg mL-1 pronase E 
both dissolved in TRIS-HCl buffer solution (1.4 M and pH 7.3) were added, 
and the mixtures were sonicated at 35 kHz and 30 ºC for 30 min. Similarly, 
mixtures were ultracentrifuged at 3000 rpm for 15 min, and the supernatant 
(enzymatic digest) was cleaned by SPE. The analytes were then derivatized. 
 
5.1.6 Solid-Phase Extraction Cleanup and Derivatization. 
 Aliquots of 20 µL of the different internal standard solutions (deuterated 
analytes) were added to a volume of 1 mL of the hair enzymatic digest. Then, 
the pH was adjusted to 9.2 by adding 1 mL of a 0.2 M/0.2 M sodium 
hydroxide/boric acid buffer solution, and the mixture was passed through 
conditioned Oasis HLB cartridges. After loading, the cartridges were rinsed 
with 2 mL of 95/5 Milli-Q water/methanol and 2 mL of 78/20/2 Milli-Q 
water/methanol/ammoniumhydroxide, and the cartridges were vacuum-dried 
for 20 min. The adsorbed analytes were eluted with 2 mL of 2% acetic acid in 
methanol, and the eluates were evaporated under a stream of N2 at 40 ºC to 
dryness. The dry extract was derivatized with 40 µL of BSTFA/TMCS 99/1 at 
100 ºC for 20 min. The extracts were kept at room temperature for 20 min 
before analysis. 
5.1.7 Gas Chromatography/Mass Spectrometry 
Measurements. [19] 
 GC/MS measurements were performed with the splitless injection mode 
(2 min) using 2 µL as injection volume. The temperatures of the injection port 
and ion source were set at 240 and 300 ºC, respectively. The column 
temperature was initially held at 90 ºC for 1 min, then raised by 30 ºC/min to 
190 ºC, maintained at 190 ºC for 1 min, then increased to 260 ºC at 8 ºC/min, 
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and maintained at 260 ºC for 5 min. Finally, oven temperature was increased 
to 290 ºC, and this temperature was maintained for 5 min in order to clean the 
column. The carrier gas was helium at a flow rate of 1 mL/min. The mass 
spectrometer used electron impact ionization (70 eV). Compounds were 
identified by using the retention time and the relative abundance of three 
confirming ions with respect to the target. Quantitative data were obtained by 
selected ion monitoring for each compound and internal standard. Retention 
times and ion currents at m/z for monitoring cocaine, BZE, codeine, morphine, 
6-MAM, and the deuterated derivates are listed in Table 5.1. Deuterated 










Table 5.1. Retention times and qualifier and quantifier ions m/z for analytes and 
deuterated derivates. 
 
 As an example, Figure 5.1 shows two chromatograms obtained after the 
optimized ultrasound-assisted enzymatic hydrolysis (a) and a conventional 
enzymatic hydrolysis (b). A good correlation between peak schemes and 
retention times can be seen. 
Compound Retention time /min Ion m/z 
Cocaine 12.5 *182, 198, 303 
Cocaine-d3 12.5 *185, 201, 306 
**BEG 13.2 *240, 82, 361 
**BEG–d3 13.2 *243, 85, 364 
**Codeine 15.1 *178, 371, 234 
**Codeine–d3 15.1 *181, 374, 237 
**Morphine 15.7 *429, 236, 414 
**Morphine–d3 15.7 *432, 239, 417 
**6–MAM 16.6 *399, 287, 340 
**6–MAM–d3 16.6 *402, 290, 343 
*Quantifier ion; **Analyte-TMS derivates 
5. Improvements on enzymatic hydrolysis of human hair for illicit drugs 









Figure 5.1. Chromatograms for drugs separation after ultrasound assisted Pronase E 
hydrolysis (a) and conventional Pronase E hydrolysis (b): cocaine (12.5 min), BZE  
(13.2 min), codeine (15.1 min), morphine (15.7 min) and 6–MAM (16.6 min). 


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5.2 Results and discussion 
5.2.1 Variables Affecting the Ultrasound-Assisted 
Enzymatic Hydrolysis. 
 As previously reported, temperature, pH, and ionic strength are the main 
variables affecting enzymatic hydrolysis [20]. The effects of these variables 
and other parameters such as enzyme (pronase E) and DTT concentrations, 
ultrasound frequency, and sonication (enzymatic hydrolysis) time were 
simultaneously evaluated by using an experimental design approach. The 
screening design consisted of a 28 x 3/32 type III resolution Plackett-Burman 
design (PBD), for 8 factors, 4 degrees of freedom, 12 runs, and 2 replicates. 
Table 5.2 lists the low (-), high (+), and center values assigned to each 
variable. The variable pH was fixed by using a TRIS-HCl buffer solution, while 
the variable ionic strength was related to the concentration of the buffer 
system used to fix the pH. It can be seen that the PBD includes an eighth 
variable, called the dummy factor, in which statistical significance can show 
the presence of systematic error throughout the process or the existence of 
an important variable that was not taken into account [21]. Finally, the 
response variables were the concentrations (µg g-1) of each drug or 
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Variable (symbol) Center Low level (–) High level (+) 
Pronase E concentration / mg ml–1 ([P–E]) 1.5 0.5 2.5 
DTT concentration / mg ml–1 ([DTT]) 20 10 30 
Hydrolysis temperature /  °C (T) 30 20 40 
Hydrolysis time / min (t) 20 10 30 
Ultrasound frequency / kHz (F) 17.5 0 35 
pH (pH) 6.75 6.00 7.50 
Ionic strength (TRIS-HCl concentration) / 
M (IS) 
0.50 0.25 0.75 
Dummy factor (D) 0 – 1 + 1  
(a) The hair mass was 0.050 g for all experiments 
Table 5.2. Experimental field definition for the 28 × 3/32 Plackett–Burman designa 

 The concentrations after each experiment (random combinations of the 
studied variables) are listed in Table 5.S1 (given as Supporting Information). 
The analyte concentrations after performing the conventional enzymatic 
hydrolysis process are also listed in Table 5.S1 as reference values (two 
replicates, A and B). The statistical evaluation at a 95.0% confidence interval 
gives the statistical significance of each variable through a t value calculated 
by the Statgraphics package [22,23], which is 2.46 in the current statistical 
analysis. These results can be given as Pareto charts (Figure 5.2), in which 
those variables showing a standardized effect (t value) higher than ± 2.46 can 
be considered as statistically significant for cocaine (negative effect) and BZE 
(positive effect), while it is nonstatistically significant for codeine, morphine, 
and 6-MAM. These results agree with literature data regarding cocaine 
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instability at alkaline conditions [2] and BZE instability at acid conditions [3], 
and literature data regarding non pH dependence of morphine and codeine 
[2]. The variable ionic strength is significant for cocaine extraction while 
enzymatic time is important when extracting 6-MAM. The concentrations of 
pronase E and DTT were statistically significant for BZE and cocaine, 
respectively. Finally, temperature, ultrasound frequency, and the dummy 
factor were nonsignificant variables. 
 The significance of pH and ionic strength can mean that, although the 
hydrolysis process has been assisted by ultrasounds, the nature of drug 
releasing is attributed to enzymatic activity, being mainly controlled by both 
pH and ionic strength. The variable temperature appears to be less important 
than pH and ionic strength, and these results agree with those previously 
reported when using ultrasound-assisted enzymatic hydrolysis for extracting 
metals and organometallic compounds [15,16]. It should be mentioned that 
there are not any statistically significant factors affecting codeine and 
morphine extraction. 
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Figure 5.2. Standardized main effect Pareto chart for ultrasound assisted Pronase E 
hydrolysis of human hair. 
 
 This means that both analytes are efficiently extracted under large 
ranges of operating conditions (similar codeine and morphine concentrations 
after each experiment in Table 5.S1). This fact agrees with the acid behavior 
of both opiates, which leads to a less efficient incorporation of these drugs 
into the hair matrix. It has been established that a combination of basicity and 
a certain portion of hydrophobicity provide idean conditions for incorporation 
of drugs into hair [4,24]. The basic characteristics of cocaine and BZE link 
these drugs better to the hair matrix, and a efficient extraction is achieved only 
under certain conditions (some experiments in Table 5.3 lead to high cocaine 
and BZE concentrations). 
 
III. Parte experimental 


5.2.2 Optimizations of Significant Variables by Central 
Composite Designs. 
 Since pH and ionic strength were the most significant factors for basic 
drugs (cocaine and BZE, drugs that are strongly bonded to the hair matrix), 
these two variables were fully optimized by applying a central composite 
design (CCD). The nonstatistically significant variables were fixed at 
convenient values such as temperature at 30 ºC and ultrasound frequency at 
35 kHz. The remaining variables were fixed according to results from PBD: 
time was set at 30 min because this variable was statistically significant 
(positive effect) for the extraction of 6-MAM; the concentration of enzyme 
(pronase E) was fixed at 2.5 mg mL-1 since this variable was positively 
significant for BZE; finally, the concentration of DTT was 20 mg mL-1 since 
this variable had shown a statistically significant effect (negative) for cocaine 
release from hair. 
 The variable pH was studied using low and high cube values of 6.0 and 
7.5, respectively; while the definition field for the variable ionic strength was 
0.5 M as low value and 1.5 M as high value. The experiments from the 
orthogonal 22 + star CCD (5 error degrees of freedom, 2 centers, 2 replicates 
and 10 runs) together with the drug concentrations found after each set of 
conditions are shown in Table 5.S2 (Supporting Information). 
 The statistical evaluation of quadratic terms has not resulted as 
significant for all cases, which implies that pH and ionic strength are 
independent variables. The response surfaces for cocaine and BZE are 
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Figure 5.3. Estimated response surfaces from the central composite design: cocaine 
(a) and BZE (b). 

 The careful study of these figures leads to compromise conditions of 7.3 
and 1.4 M for pH and ionic strength, respectively. Under these pH and ionic 
strength conditions, a high concentration of opiates is also obtained (response 
surfaces for morphine, codeine, and 6-MAM are given as Supporting 
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5.2.3 Analytical Performances. 
 Different calibration curves using deuterated derivates as internal 
standards were obtained by fortifying aliquots of 50 mg of drug-free hair with 
standard mixtures, at increasing concentration levels, which were submitted to 
the enzymatic hydrolysis, extraction, and derivatization procedures described. 
These calibrations were performed in six different days and covered drug 
concentrations of 0, 0.5, 1.0, 2.0, 4.0, 12.0 and 20.0 µg g-1 hair. Table 5.3 lists 
the mean and standard deviation of the slopes of calibration graphs for each 
drug. A good repeatability of the calibration curves can be seen. According to 
the criteria of Bressolle et al. [25], linearity of the method was demonstrated 
by showing that the slopes were statistically different from 0, the intercepts 
were not statistically different from 0, and the regression coefficients were not 
statistically different from 1 (regression coefficients were higher than 0.9993 
for all cases). 
 
Mean Calibration 
Slope ± S.D.a 
LODb / µg g-1 LOQb / µg g-1 
Cocaine 0.274 ± 0.032 0.04 0.13 
BZE 0.184 ± 0.005 0.04 0.13 
Codeine 0.273 ± 0.028 0.02 0.07 
Morphine 0.250 ± 0.002 0.04 0.13 
6–MAM  0.166 ± 0.029 0.05 0.17 
(a) n = 6; (b) n = 11 
Table 5.3. Mean slopes for calibration and detection and quantification limits. 

 The limit of detection (LOD) and the limit of quantification (LOQ), based 
on the 3σ/10σ criterion [26], were calculated by analyzing 11 replicates of a 
blank (enzymatic digest from drug-free hair). Taking into account the hair 
mass, the LODs and LOQs (expressed as µg g-1) are also listed in Table 5.3, 
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where it can be seen that the values are low enough to apply the method to 
human hair from multidrug abusers. 
 
 Within-run precisions or intraday precision (n = 5) was assessed for 
enzymatic digests spiked with 0.5, 2.0 and 20 µg g-1 of each drug. Results, 
expressed as RSD, are listed in Table 5.S3 (Supporting Information). 
Similarly, relative error was calculated by taking into account the spiked 
concentration and the found concentration after analysis. Results, expressed 
as percentages, are also given in Table 5.4. It can be seen that there is a 
good intraday precision as well as low intraday relative error
Added concentration / ng mg–1 Analytical recovery / % RSD / % 
Cocaine   
2.00 89.2 2.5 
12.0 95.3 3.4 
BZE   
2.00 89.9 2.2 
12.0 96.7 4.4 
Codeine   
2.00 76.6 7.0 
12.0 68.0 2.7 
Morphine   
2.00 81.3 0.6 
12.0 66.3 2.3 
6–MAM   
2.00 89.2 1.6 
12.0 88.2 2.5 
Table 5.4. Analytical recovery of the over – all procedure (n = 4). 
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 The interday precision and the interday relative error were also assessed 
for enzymatic digests spiked with 0.5, 1.0, 2.0, 4.0, 12.0 and 20 µg g-1 of each 
drug. These studies were performed on six different days. Results, expressed 
as RSD and relative error percentage, are given in Table 5.S4 (Supporting 
Information). Similarly, acceptable values for both interday precision and 
interday relative error were reached. 
 The analytical recovery of the overall procedures was also studied after 
subjecting 50 mg of drug-free hair subsamples spiked with 2.0 and 12.0 µg g-1 
of each drug. After four independent ultrasound-assisted enzymatic 
hydrolysis, cleanup, and GC/MS determination, the calculated analytical 
recoveries were thoseshown in Table 5.4. As can be seen, the recoveries are 
variable (ranging from 70 to 97%), which indicates good analytical recovery 
for all analytes. 
5.2.4 Applications. 
 The optimized ultrasound-assisted enzymatic hydrolysis method was 
applied to 10 hair samples from multidrug abusers. The samples were also 
analyzed by using conventional enzymatic hydrolysis process. Each hair 
samples was subjected to both ultrasound and conventional enzymatic 
hydrolysis processes twice, and each enzymatic digest was measured twice 
by GC/MS. Minimum and maximum concentrations for each drug are listed in 
Table 5.5, where it can be seen that all cases are positive for cocaine, BZE, 
and codeine. It can be also seen that drug concentrations after applying the 
optimized enzymatic hydrolysis process are similar to those obtained after the 
conventional enzymatic hydrolysis procedure. This fact has been confirmed 
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Concentrations of drugs (ng mg-1) 








0.46–53.4 0.14–83.3 0.32–1.73 <0.13–0.70 <0.17 – 2.03 
Na 10 10 10 4 6 
ttableb 2.26 2.26 2.26 3.18 2.57 
texpc 1.72 –0.79 0.33 –0.72 2.02 
(a) N is the number of human hair samples; (b) Student –t for 95 % confidence level and N-1 
degrees of freedom; (c) calculated texp after t-paired test (95 % confidence level) 
Table 5.5. Minimum and maximum concentrations of cocaine, BZE, codeine, morphine 
and 6–MAM in human hair from drugs abusers after ultrasounds – assisted Pronase E 
enzymatic hydrolysis and conventional Pronase E enzymatic hydrolysis and ttab and 
texp after t–paired test (95 % confidence level). 

5.3 CONCLUSIONS 
 The application of ultrasound energy to assist pronase E enzymatic 
hydrolysis of human hair has been tried to shorten the long hydrolysis times 
commonly required when using pronase E enzymatic hydrolysis with 
conventional thermostatic devices. Results show that enzymatic hydrolysis 
can be performed by simultaneously using the enzyme (pronase E) and the 
catalyzer (DTT), completing the enzymatic hydrolysis process in 30 min. This 
amount of time is quite shorter than hydrolysis times for conventional 
procedures, commonly 12-24 h. Variables inherent to the enzymatic activity, 
such as pH and ionic strength, have been found as the most significant. This 
means that the analytes’release can be attributed to the enzymatic action. 
The optimized accelerated method leads to quantitative recoveries for all 
drugs investigated, and the concentrations obtained are statistically similar to 
those obtained after pronase E hydrolysis based on conventional thermostatic 
devices. Therefore, the use of ultrasound to speed up the enzymatic 
hydrolysis of hair to assess drugs is a promising trend that must be fully 
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exploited in the forensic field. The feasibility of ultrasound-assisted enzymatic 
hydrolysis must be tested to assess other recreational drugs such as 
amphetamine derivates. 

SUPPORTING INFORMATION AVAILABLE 
 Additional information as noted in text. This material is available free of 
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Drugs concentration / µg g-1 
Run pH IS/ Ma Cocaine BZE Codeine Morphine 6-MAM 
1 6.75 1.0 13.0 17.4 0.42 1.2 5.0 
2 6.0 0.5 8.5 17.6 0.52 1.1 5.0 
3 6.0 1.5 13.4 26.6 0.55 1.6 6.8 
4 7.5 0.5 13.1 18.0 0.46 1.2 6.3 
5 7.5 1.5 15.1 46.2 0.75 2.2 8.0 
6 6.75 0.46 13.2 17.1 0.54 1.0 4.2 
7 6.75 1.54 14.3 29.1 0.57 1.4 7.4 
8 5.94 1.0 16.7 26.7 0.54 1.5 7.1 
9 7.56 1.0 16.2 20.9 0.67 1.3 6.1 
10 6.75 1.0 16.2 18.6 0.55 1.2 5.5 
11 6.75 1.0 12.7 20.5 0.46 1.8 5.5 
12 6.0 0.5 17.7 28.0 0.46 1.4 7.1 
13 6.0 1.5 13.2 24.4 0.62 1.3 6.9 
14 7.5 0.5 12.3 16.3 0.43 1.1 6.6 
15 7.5 1.5 16.5 44.9 0.72 2.3 7.5 
16 6.75 0.46 13.0 25.2 0.52 1.3 6.2 
17 6.75 1.54 15.4 30.0 0.62 1.5 6.9 
18 5.94 1.0 10.8 22.7 0.74 1.4 5.8 
19 7.56 1.0 12.3 20.1 0.60 1.4 6.2 
20 6.75 1.0 13.5 20.2 0.48 1.4 6.6 
(a) TRIS-HCl buffer concentration in M 
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BSTRACT: A simple and fast sample pre-treatment method based 
on matrix solid phase dispersion (MSPD) for isolating cocaine, 
benzoylecgonine (BZE), codeine, morphine and 6–
monoacethylmorphine (6–MAM) from human hair has been 
developed. The MSPD approach consisted of using alumina (1.80g) as a 
dispersing agent and 0.6M hydrochloric acid (4 mL) as an extracting solvent. 
For a fixed hair sample mass of 0.050g, the alumina mass to sample mass 
ratio obtained was 36. A previously conditioned Oasis HLB cartridge (2 mL 
methanol, plus 2 mL ultrapure water, plus 1 mL of 0.2M/0.2M sodium 
hydroxide/boric acid buffer solution at pH 9.2) was attached to the end of the 
MSPD syringe for on column clean-up of the hydrochloric acid extract and for 
transferring the target compounds to a suitable solvent for gas 
chromatography (GC) analysis. Therefore, the adsorbed analytes were 
directly eluted from the Oasis HLB cartridges with 2 mL of 2% acetic acid in 
methanol before concentration by N2 stream evaporation and dry extract 
derivatization with N-methyl-tert-butylsilyltrifluoroacetamide (BSTFA) and 
chlorotrimethylsilane (TMCS). The optimization/evaluation of all the factors 
affecting the MSPD and on column clean up procedures has led to a fast 
sample treatment, and analytes extraction and pre-concentration can be 
finished in approximately 30 min. The developed method has been applied to 
eight hair samples from poli-drug abusers and measured analyte 
concentrations have been found to be statistically similar (95% confidence 





interval) to those obtained after a conventional enzymatic hydrolysis method 
(Pronase E). 
Keywords: matrix solid phase dispersion, human hair, cocaine, 




Among different human materials used for toxicological and forensic 
analysis, hair offers the advantage of a substantially longer detection window 
(months to years) which enable retrospective investigation of chronic 
consumption. In addition, hair is a durable and stable matrix in which toxic 
substances are pre-concentrated and remain for a long time without 
significant alterations. Therefore, hair analysis for assessing drugs is a well 
established and recommended methodology in the forensic field. As reviewed 
by Pragst and Balikova [1], and by Hansen [2], there are numerous 
applications of hair analysis for assessing abuse drugs, and standardized hair 
testing approaches and official guidelines [3] are available for those 
laboratories dealing with toxicological studies. 
Hair is considered a non-homogenous fiber with a complex structure [4] 
which determines the selective incorporation of certain compounds. In 
addition to the melanin content of the hair, which is one of the key factors 
controlling drug incorporation, the lipophilicity and the basicity of the drug also 
plays an important role [5]. This key factor affects the passive diffusion of 
drugs from blood capillaries into the growing cells, and uncharged (lipophilic) 
organic molecules penetration and diffusion in matrix cells is favored. 
However, it must be said that drug incorporation into the hair follows a multi-
compartment model [5] and other important drugs incorporation ways into the 
hair such as absorption from sweat or sebum secretions, and also from deep 
skin compartments during hair shaft contribute significantly to the drugs 
incorporation into hair [6,7]. Other drugs, such as hydrophilic substances 
(molecules or ions), can reach the matrix cells after protonation (basic 
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compounds) or deprotonation (acid compounds) [1,5]. Therefore, drug 
incorporation is a function of the pKa of the compound and its melanin affinity 
[8,9], and it is facilitated at lower pHs of the matrix cells for basic drugs 
incorporation, and at higher pHs of the matrix cells for retaining acid drugs 
[10]. 
Because drug incorporation in hair is dependent on the lipophilicity and 
basicity of the drug, there are several extraction methods which are focused 
for isolating certain groups of substances from hair. Reviews on this topic 
show numerous extraction treatments mainly based on methanol, aqueous 
acids or buffer solutions as extracting solvents, alkaline digestions with 
aqueous sodium hydroxide, or enzymatic digestions (hydrolysis) [1,11,12]. 
Methods based on acidic hydrolysis have been reported to offer high yields for 
cocaine, opiates and their metabolites [13], although enzymatic hydrolysis are 
also recommended, mainly because the moderate pH and temperature 
conditions inherent to these procedures [14-19]. In addition, the possibility of 
speeding up the enzymatic hydrolysis procedures by using ultrasound 
irradiation has offered important practical advantages for shortening the whole 
analytical procedure [20]. Most of these sample treatment methods require a 
clean-up procedure for removing co-extracted substances present in the 
extracts. This is quite important mainly when using GC-MS as an analytical 
technique [21], and although several liquid–liquid and solid phase extraction 
(SPE) procedures are available [1,21], the over–all procedure is long and 
difficult when analyzing large number of samples. 
Other reported extractions for drugs are those based on supercritical fluid 
extraction (SFE) [22-24]. Although SFE is a quite expensive technique [1], it 
main advantage is the possibility of simultaneous extraction and clean-up 
stages [25,26]. This advantage is also offered by other modern extraction 
techniques such as pressurized liquid extraction (PLE) [25,26], sub-critical 
water extraction (SWE) or pressurized hot water extraction (PHWE) [27], and 
matrix solid-phase dispersion (MSPD) [28,29]. Among these extractive 
procedures, MSPD is simpler and cheaper because specific equipment is not 
required. In addition, this sample preparation procedure allows for reducing of 
solvent consumption, exclusion of sample component degradation, and 




improvement of extraction efficiency. Since the introduction of MSPD by 
Barker et al. [30], this technique has been used for extracting numerous 
organic compounds in quite different samples [28,29]. MSPD consists of 
sample architecture disruption by mechanical blending with a solid support 
bonded-phase [28,29,31], which leads after blending to a new sample matrix-
solid support phase in which analytes tend to be less strongly bonded. 
Therefore, analyte extraction can be easily performed by using less-toxic 
reagents/solvents (at low concentration and/or using low volumes), and under 
mild operating conditions (atmospheric pressure and room temperature). 
Therefore, integrity of target compounds is enhanced, and the procedure can 
be considered as an environmentally friendly method. 
Although MSPD has been largely used for isolating numerous organic 
compounds [28,29,32], including organometallic species [33,34], the 
application for extracting drugs from forensic materials such as hair has not 
been tested yet. The objective of the current work has been the novel 
application of MSPD for extracting basic abuse drugs (cocaine, BZE, codeine, 
morphine and 6–MAM) from human hair samples. A clean-up procedure 
based on SPE was on column interfaced with the MSPD procedure for a fast 
abuse drugs isolation, clean-up and pre-concentration before GC–MS 
measurement. Variables affecting the MSPD process were fully studied by 
application of an experimental design approach. 
6.1 Experimental section 
6.1.1 Apparatus 
GC–MS analysis was performed with a Hewlett Packard Model 6890 gas 
chromatograph (Hewlett-Packard, Avondale, PA), equipped with a HP-5 
capillary column (30 m 0.22 mm I.D., 0.33 µm film thickness of cross-linked 
5% phenyl methyl siloxane) and a HP 5973 mass spectrometer as a selective 
detector. A Nahita glass mortar (50mL capacity) with a glass pestle (Auxilab 
S.L., Beriáin, Navarra, Spain) was used for sample dispersion. Dispersed 
sample were packaged in 10mL Injekt plastic syringes (Braun, Melsungen, 
Germany), between 10mL polyethylene frits (Supelco, Bellefonte, PA, USA), 
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and elution was forced by using a Visiprep TM DL vacuum manifold from 
Supelco (Bellefonte, USA). Other pieces of equipment were: 65mm powder 
funnels from Barloworld Scientific (Stone, Staffs, UK), a Raypa UCI–150 
ultrasonic cleaner bath (ultrasounds frequencies of 17 and 35 kHz and 
programmable for temperature and time) from R. Espinar S.L. (Barcelona, 
Spain), an ultracentrifuge Laborzentrifugen model 2K15 (Sigma, Osterode, 
Germany), an Orion 720A plus pH–meter with a glass–calomel electrode 
(Orion, Cambridge, UK), a Boxcult incubation camera (Selecta, Barcelona, 
Spain) coupled with an agitator Rotabit (Selecta), Univeba and Digiterm 
3000542 thermostatic bathes (Selecta), a Reax 2000 mechanical stirrer 
(Heidolph, Kelheim, Germany), a VLM EC1 metal block thermostat and N2 
sample concentrator from VLM (Leopoldshöhe-Greste, Germany), and Oasis 
HLB syringes (3cc, 60 mg) and Oasis HLB cartridges (225 mg) from Waters 
(Milford, MA, USA). Chemometrics package was Statgraphics Plus V 5.0 for 
Windows, 1994-1999 (Manugistics Inc., Rockville M.D. USA). 
6.1.2 Reagents 
Ultrapure water of resistance 18 MΩ cm-1 was obtained from a Milli–Q 
purification device (Millipore Co., Bedford, MA, USA). Pronase E, acetonitrile 
(gradient grade), methanol (gradient grade), 1,4–dithiothreitol (DTT), sodium 
hydroxide, potassium chloride, boric acid, acetic acid, chlorotrimethylsilane 
(TMCS) and N-methyl-tert-butylsilyltrifluoroacetamide (BSTFA) were from 
Merck (Poole, U.K.). Hydrochloric acid 37 % was from Panreac (Barcelona, 
Spain). Ammonium hydroxide was from Scharlau (Barcelona, Spain). TRIS–
hydroxymethyl–aminomethane (TRIS) was from Sigma–Aldrich (Stemheim, 
Switzerland). Diatomaceous earth, 95% SiO2; C18 octadecyl-functionalized 
silica gel; and active magnesium silicate (Florisil), 60–100 mesh, used as 
dispersing agents, were from Aldrich Chemical Co. (Milwaukee, WI, USA). 
Alumina, aluminium oxide 90 active neutral (alumina N), 70-230 mesh (also 
used as a dispersing agent) was from Merck, while sea sand (washed) QP, 
SiO2 was from Panreac (Barcelona, Spain). Drug stock standard solutions 
were prepared from cocaine, BZE, codeine, morphine and 6–MAM from 
Lipomed (Arlesheim, Switzerland). Deuterated drug stock standard solutions 
were prepared from cocaine-d3 in acetonitrile, BZE-d3 in methanol, codeine-d3 
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in methanol, morphine-d3 in methanol and 6–MAM-d3 in methanol from 
Cerillant (Texas, USA). 
6.1.3 Hair sample pre-treatment. 
Hair samples were obtained from poli-drug abusers from an addiction 
research centre in Santiago de Compostela. Hair about 2 – 3cm long 
(approximately 0.5g in weight) was cut with round-point scissors from the 
vertex posterior region of the scalp. To establish the limit of detection of the 
method drug-free scalp hair from laboratory staff volunteers was used. 
All samples were decontaminated to remove residues of hair care 
products as well as sweat, sebum and dust typically present on hair, 
substances that can worsen the analytical noise/background ratio. In addition, 
the decontamination process also removes any drug potentially introduced 
through passive contamination [1]. Therefore, the decontamination procedure 
consisted of a mechanical stirring of hair in a diluted soap solution 
(physiological pH) for 30 min at room temperature, and finally, mechanical 
stirring with Milli-Q water several times. The successful removal of the 
external contamination of hair was proved through the negative result after the 
analysis of the last washing solution. The decontaminated hair samples were 
then oven dried at 40°C for 24 h, and finally cut i nto small segments and 
pulverized in a vibrating zircon ball mill for 20 minutes. This last step ensures 
homogeneity of the sample. Pulverized hair specimens (mean particle size 
around 50 µm measured by laser diffraction) were finally kept in either sealed 
glass or plastic bottles before analysis. 
6.1.4 Matrix solid phase dispersion (MSPD) on column solid 
phase extraction (SPE) clean-up procedure 
Hair samples (approximately 0.050g) together with 25 µL of an internal 
standard solution containing 10 µg mL–1 of each deuterated analyte (cocaine-
d3, BZE-d3, codeine-d3, morphine-d3, and 6–MAM-d3) were blended 
thoroughly with 1.80g of alumina (dispersing agent) in a glass mortar for 5 min 
using a glass pestle to obtain a homogeneous mixture. The mixture was 
quantitatively transferred by using a powder funnel to a 10 mL syringe 
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containing a polyethylene frit, and after sample-dispersing agent mixture 
transfer a second polyethylene frit was placed at the top of the syringe. 
Finally, the mixture between the frits was slightly compressed with the syringe 
plunger for air removal and for avoiding preferential channels. A previously 
conditioned Oasis HLB cartridge (2 mL methanol, plus 2 mL ultrapure water, 
plus 1 mL of 0.2M/0.2M sodium hydroxide/boric acid buffer solution at pH 9.2) 
was then attached to the end of the MSPD syringe for on column analytes 
retention. In this way, the eluted target drugs isolated from hair matrix were on 
column adsorbed onto the solid support of the SPE cartridge. Elution with 4.0 
mL of 0.6M hydrochloric acid was forced by using a vacuum manifold. After 
extraction and SPE, the SPE cartridge was separated from the MSPD 
syringe, and it was rinsed by passing 2 mL of 95/5 Milli-Q water/methanol and 
2 mL of 78/20/2 Milli-Q water/methanol/ammonium hydroxide, and then 
vacuum dried for 10 min. Finally, the adsorbed analytes were eluted with 2 mL 
of 2% acetic acid in methanol. 
6.1.5 Derivatization procedure 
The methanol extracts were evaporated under a stream of N2 at 40°C to 
dryness. The dry extract was then derivatized with 40 µL of BSTFA/TMCS 
99/1 at 100°C for 20 min, and kept at room temperat ure for 20 min before 
analysis.  
6.1.6 Matrix solid phase dispersion (MSPD) on column solid 
phase extraction (SPE) clean-up procedure for 
assessing analytical performances 
The MSPD procedure used when assessing analytical performances 
(calibration curves, intraday precision, inter-day precision and analytical 
recovery) was similar to that shown in sections 2.4 and 2.5 but, hair samples 
were previously spiked with the target analytes at different concentration 
levels. Therefore, for calibration curves, for inter-day precision, and intra-day 
precision experiments, approximately 0.050g of hair samples were mixed with 
25 µL of an internal standard solution (10 µg mL–1 of each deuterated analyte) 
and with 25 µL of different standard solutions containing 0.8, 3.2 or 32 µg mL–




 of each target analyte, which gave after blending with 1.80g of alumina, 
elution with 4.0 mL of 0.6M hydrochloric acid, on column SPE extraction and 
derivatization with 40 µL of BSTFA/TMCS, analyte concentrations of 0.5, 2.0, 
and 20.0 ng mg–1, respectively. Similarly, analytical recovery studies were 
performed with hair samples (0.050 g) spiked with 25 µL of an internal 
standard solution (10 µg mL–1 of each deuterated analyte) and 25 µL of 
standards at 3.2 and 19.2 µg mL–1 of each target analyte, which gave analyte 
concentrations in the BSTFA/TMCS extract of 2.0 and 12 ng mg–1, 
respectively. 
6.1.7 Pronase E enzymatic hydrolysis procedure [35] 
Pulverized hair samples (approximately 0.05g) were weighted into 
centrifuge tubes and 500 µL of a DTT solution (12 mg mL–1 in TRIS/HCl buffer 
solution 0.1 M/0.1 M, pH 7.2) were added, and the mixture was then 
incubated at 40°C for two hours. Afterward, 500 µL of a solution containing 
2.0 mg mL–1 of Pronase E in TRIS/HCl buffer solution 0.1 M/0.1 M (pH 7.2) 
was added and the mixtures were again incubated at 40°C for twelve hours. 
After ultracentrifugation at 3000 rpm for 15 min, the supernatant was spiked 
with 20 µL of an internal standard solution containing 10 µg mL–1 of each 
deuterated analyte (cocaine-d3, BZE-d3, codeine-d3, morphine-d3, and 6–
MAM-d3) before SPE clean up (Oasis HLB syringes), evaporation to dryness 
and derivatization as described above. 
6.1.8 Gas chromatography – mass spectrometry 
measurements 
Cocaine, BZE, codeine, morphine and 6–MAM separation/determination 
was performed by GC–MS using the splitless injection mode (2 min) and an 
injection volume of 2 µL. The injection port was heated at 240°C, while the 
temperature of the ion source was set at 300°C. The  column temperature 
program consisted of maintaining an initial temperature at 90°C for 1 min, 
then raising it by 30°C/min to reach 190°C, and rem aining at 190°C for 1 min. 
The temperature was then increased to 260°C at 8°C/ min and remained at 
this temperature during 5 min. Finally, oven temperature was increased to 
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290°C and this temperature was maintained for 5 min  to clean the column. 
The carrier gas was helium at a flow rate of 1 mL/min. The mass spectrometer 
uses electron impact ionization (70 eV). Compounds were identified by using 
the retention time and the relative abundance of three confirming ions with 
respect to the target. Quantitative data were obtained by selected ion 
monitoring (SIM) for each compound and internal standard. Retention times 
and ion currents at m/z for monitoring cocaine, BZE, codeine, morphine and 
6–MAM, and the deuterated derivates are listed in Table 6.1. Deuterated 
derivates (concentration of 6.25 mg L–1 in the final BSTFA/TMCS extract) 
were used as internal standards. Calibrations have covered target compounds 
















Compound Retention time /min Ion m/z 
Cocaine 12.5 *182, 198, 303 
Cocaine-d3 12.5 *185, 201, 306 
**BEG 13.2 *240, 82, 361 
**BEG–d3 13.2 *243, 85, 364 
**Codeine 15.1 *178, 371, 234 
**Codeine–d3 15.1 *181, 374, 237 
**Morphine 15.7 *429, 236, 414 
**Morphine–d3 15.7 *432, 239, 417 
**6–MAM 16.6 *399, 287, 340 
**6–MAM–d3 16.6 *402, 290, 343 
*Quantifier ion; **Analyte-TMS derivates 
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6.2 Results and discussion 
6.2.1 Preliminary studies. Selection of the extracting 
solution (eluent) and the dispersing agent (solid 
support) 
Due to the hydrophilic nature of methanol, this organic solvent is 
considered an useful extractant for isolating almost all drug substances from 
hair [1], especially when assisting the extraction with ultrasounds [36,37]. In 
addition, diluted hydrochloric acid solutions are also quite popular for 
extracting basic drugs such as opiates, cocaine and its metabolites, as well as 
for amphetamines and methadone [1,38]. The first experiments were 
performed to know the feasibility of methanol and diluted hydrochloric acid 
(0.1M) as extracting solvents for MSPD when extracting basic drugs from hair. 
MSPD was obtained using C18 (2.0g) as a dispersing agent, and 0.25g of a 
pulverized hair sample that was positive for cocaine and opiates after a 
conventional enzymatic hydrolysis treatment [35]. The dispersing agent mass 
to sample mass ratio obtained was 8, and elution was performed by passing 
5.0 mL of each extractant. After off-line SPE clean-up (Oasis HLB syringes, 
60 mg) of the extracts, evaporation to dryness and derivatization, the 
chromatograms shown in Figure 6.1 were obtained. 
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Figure 6.1. Chromatograms for drugs separation after MSPD with C18 as a dispersing 
agent and 0.1M hydrochloric acid (a) and methanol (b) as extracting solutions, and 
after conventional Pronase E hydrolysis (c): cocaine (12.5 min), BZE (13.2 min), 
codeine (15.1 min), morphine (15.7 min) and 6–MAM (16.6 min). 
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Although cocaine and cocaine-d3 should offer a similar behavior under 
these operating conditions, cocaine-d3 (m/z of 185) was not totally recovered 
when eluting with hydrochloric acid as an extractant (Figure 6.1(a)), and it 
was not extracted when using methanol (Figure 6.1(b)). A further optimization 
of the experimental MSPD conditions, mainly the selection of alumina as a 
dispersing agent, will lead to quantitative recoveries for cocaine-d3. In 
addition, BZE, morphine and 6-MAM, as well as their deuterated compounds, 
were only observed after hydrochloric acid elution. Codeine (m/z of 178) and 
codeine-d3 (m/z of 181) were observed in both cases, but chromatographic 
signals after MSPD with methanol were broader (Figure 6.1(b)) and quite 
higher than those expected for codeine concentration found in this sample 
after conventional Pronase E hydrolysis (Figure 6.1(c)). This can be 
attributed to a high impurity level in the extract, even after a conventional 
clean-up procedure based on SPE. Therefore, the chromatographic signal at 
m/z of 178 can be the contribution of different compounds extracted with 
methanol, which offer similar m/z ratios to that given by codeine. Thus, the 
use of methanol was rejected, and diluted hydrochloric acid was selected for 
further experiments. 
A screening experiment was then performed to select the proper solid 
support (dispersing material). Different polar materials for normal-phase 
MSPD were tested, including silica-based solid supports, commonly used in 
most of the MSPD applications [29,31]; such as bonded octadecyl-bonded 
silica (C18), and non retentive supporting materials [32] (diatomaceous earth, 
–DE–, and sea sand). Alumina N (aluminium oxide active neutral), used when 
assessing polar compounds such as sulfonamides [39], and certain pesticides 
[40], and Florisil (synthetic magnesia-silica gel) [33], a material that has 
became to be popular for normal-phase MSPD in recent years [32], were also 
considered. For each dispersing agent, MSPD was performed in triplicate with 
0.10g of a pulverized hair sample and 2.0g of supporting agent (dispersing 
mass/sample mass ratio of 20), and eluting with 5.0 mL of hydrochloric acid 
0.1M. A blank was also prepared for each case. Figure 6.2(a-b) shows that 
matrix dispersion with alumina gives high extracted concentrations for all 
target substances, concentrations that are quite similar to those obtained after 
an enzymatic hydrolysis treatment [35]. High extraction efficiencies, except for 
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morphine, were also obtained when using silica-based materials (C18, sea 
sand and diatomaceous earth). In addition, recovered concentrations of 
morphine-d3 were low when using silica based dispersing agents. Therefore, 
silica-based supports clearly show affinity for retaining morphine. The affinity 
of silica-based supports for retaining morphine (two –OH groups in its 
structure) can be explained by taking into account that the underivatized 
silanols on the surface of silica-based solid supports can interact with –OH 
groups by forming hydrogen bonding [41]. Regarding Florisil, low 
concentrations for all drugs were obtained. These low recoveries were to be 
expected because this material is commonly used to retain polar compounds 
[42]. Because alumina has offered adequate retention and subsequent elution 
properties with diluted hydrochloric acid for all target compounds, this material 










































Figure 6.2. Concentrations (n = 3) of cocaine, BZE and 6-MAM (a), and codeine and morphine 
(b) after MSPD with different dispersing agents: 0.1M hydrochloric acid solution was used as an 
extractant, and off-line SPE clean-up/pre-concentration procedure.  
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6.2.2 Multivariate optimization of alumina based – MSPD for 
extracting basic drugs from hair 
An orthogonal 23 + star central composite design (CCD) with 6 error degree 
of freedom, 2 centers, 2 replicates and 16 runs (Table 6.2) was built for 
optimizing variables inherent to alumina based – MSPD: alumina mass to hair 
mass ratio (A/H ratio), hydrochloric acid volume (V), and hydrochloric acid 
concentration ([HCl]). For a fixed hair mass of 0.050g, A/H ratio was studied 
using 20 and 40 as low and high cube values, respectively, which implies 
dispersion with alumina masses of 1.0 and 2.0g, respectively. According to 
the results shown above, an A/H ratio of 20 offers adequate dispersion as well 
as high recovered concentrations for almost all tested drugs. The definition 
field for the variable hydrochloric acid volume was 4.0 mL as low value and 
8.0 mL as high value. Therefore, the selected range includes the value of 5.0 
mL, which offered good results in the preliminary studies. Finally, as most of 
the acid extraction for basic drugs involving a hydrochloric acid solution as an 
extractant used acid concentrations up to 0.5M [1], hydrochloric acid 
concentration was studied within the 0.1 – 0.5 M range. The experiments from 
the CCD together with the drugs concentration found after each set of conditions 
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M Cocaine BZE Codeine Morphine 6-MAM 
1 30 8.6 0.30 4.23 9.84 0.0474 0.0626 3.58 
2 30 6.0 0.30 18.9 58.5 0.593 1.57 15.7 
3 40 8.0 0.10 10.9 44.6 0.432 4.97 13.6 
4 40 8.0 0.50 11.5 47.1 0.702 3.70 14.0 
5 40 4.0 0.10 29.0 91.6 0.804 4.83 22.9 
6 17.1 6.0 0.30 6.96 15.1 0.193 0.101 5.32 
7 40 4.0 0.50 31.2 89.6 0.948 5.48 25.0 
8 30 6.0 0.30 17.0 51.4 0.527 2.39 14.6 
9 20 8.0 0.50 7.75 12.8 0.133 0.0950 3.28 
10 20 8.0 0.10 5.44 12.5 0.131 0.0287 5.84 
11 30 6.0 0.56 7.20 17.1 0.210 0.143 4.23 
12 30 6.0 0.043 5.22 15.2 0.136 0.196 3.73 
13 42.9 6.0 0.30 5.53 13.0 0.182 0.204 5.05 
14 30 3.4 0.30 10.4 25.8 0.406 0.0716 9.01 
15 20 4.0 0.50 10.1 24.9 0.241 0.276 6.38 
16 20 4.0 0.10 9.45 24.4 0.262 0.594 12.2 
17 30 8.6 0.30 4.57 10.4 0.0368 0.0430 3.54 
18 30 6.0 0.30 17.8 50.4 0.496 1.54 13.2 
19 40 8.0 0.10 12.1 45.8 0.401 6.09 12.5 
Table 6.2. 23 + star orthogonal central composite design 
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M Cocaine BZE Codeine Morphine 6-MAM 
20 40 8.0 0.50 10.2 49.4 0.630 3.32 14.6 
21 40 4.0 0.10 30.8 93.2 0.867 4.12 24.1 
22 17.1 6.0 0.30 6.97 14.5 0.192 0.0930 5.29 
23 40 4.0 0.50 34.5 93.0 1.16 6.16 25.6 
24 30 6.0 0.30 17.5 51.6 0.494 1.04 13.0 
25 20 8.0 0.50 7.49 13.4 0.136 0.0788 3.31 
26 20 8.0 0.10 5.84 13.1 0.124 0.0421 6.22 
27 30 6.0 0.56 8.58 15.6 0.240 0.115 4.84 
28 30 6.0 0.043 5.48 15.6 0.138 0.199 3.84 
29 42.9 6.0 0.30 6.34 14.5 0.201 0.172 5.71 
30 30 3.4 0.30 11.0 27.6 0.414 0.0722 9.06 
31 20 4.0 0.50 11.2 26.8 0.278 0.170 6.98 
32 20 4.0 0.10 9.39 24.8 0.278 0.744 12.1 
Table 6.2. 23 + star orthogonal central composite design (continuation) 
 
Quadratic terms after statistical evaluation were not statistically significant 
for extracting any drug, which implies that the three variables under study are 
independent factors. Pareto charts (not given) have shown that hydrochloric 
acid concentration was the most statistically significant variable (95% 
confidence level), offering higher recoveries when using higher hydrochloric 
acid concentrations. The careful study of response surfaces (some of them for 
cocaine and morphine given in Figure 6.3) has led to compromise conditions 
of 0.577M for hydrochloric acid concentration (the star value from CCD), 4.0 
mL for hydrochloric acid volume (the lowest volume), and 36 for A/H ratio 
(1.8g of alumina and 0.050g of hair). 
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Figure 6.3. Estimated response surfaces from the central composite design: cocaine 
(a-b) and morphine (c-d). 
 
As the highest concentrations were found when extracting with 0.577M 
(approximately 0.6M) hydrochloric acid, an univariate optimization within the 
0.6 to 1.0M range was then performed. Similar cocaine, BZE, codeine, 
morphine and 6-MAM concentrations were obtained for all hydrochloric acid 
concentrations tested, and a value of 0.6M was finally assigned to this 
variable. This value is similar to those reported for hydrochloric acid 
concentrations when extracting basic drugs from hair, ultrasounds – assisted 
methods included [1]. Although partial acid hydrolysis of some basic drugs 
(especially cocaine and 6-MAM) can occur when extracting with solutions at 
high hydrochloric acid concentrations [1], experiments performed with hair 
samples spiked with these target compounds have not shown hydrolysis 
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6.2.3 On column clean-up procedure.  
MSPD offers as an advantage the possibility of performing extraction and 
clean-up operations in a single step [26]. Our objective has been to attach 
sequentially the MSPD extraction and the clean-up - analytes pre-
concentration based on an SPE procedure. Thus, previously conditioned SPE 
cartridges were attached to the MSPD syringes, and results from the MSPD 
extraction on column SPE clean-up/pre-concentration (conditioned Oasis HBL 
cartridges containing 225 mg of SPE support) were compared to those 
obtained after MSPD or ultrasounds-assisted Pronase E hydrolysis off-line 
SPE (conditioned Oasis HBL syringes containing 60 mg of SPE support). 
After performing experiments in triplicate (Table 6.3), similar concentrations 
were found for cocaine, BZE, and codeine, although morphine and 6-MAM 
offered slightly higher values. This may be attributed to the support mass in 
SPE cartridges (225 mg), which is higher than the support mass in SPE 
syringes (60 mg). Therefore, conditioned SPE cartridges were attached to 
MSPD syringes, and analytes retention onto the SPE cartridges was on-
column performed to the MSPD procedure. 
 
Ultrasound-assisted 
Pronase E hydrolysis and 









Cocaine 8.92 ± 0.382 9.36 ± 0.424 9.40 ± 0.406 
BZE 21.7 ± 0.725 22.0± 1.11 22.3 ± 0.647 
Codeine 0.229 ± 0.00544 0.245 ± 
0.00495 
0.257 ± 0.00419 
Morphine 1.04 ± 0.0499 1.28 ± 0.0557 1.43 ± 0.0606 
6-MAM 9.63 ± 0.168 10.2 ± 0.144 10.5 ± 0.260 
Table 6.3. Concentrations (n = 3) of the target compounds (µg g–1) in a hair sample 
from a poli-drug abuser after ultrasounds-assisted Pronase E enzymatic hydrolysis off-
line SPE, MSPD off-line SPE and MSPD on-column SPE. 
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6.2.4 Analytical performances 
Six different calibration curves performed in six different days were 
obtained by fortifying aliquots of 0.050g of drug–free hair with standard 
mixtures and deuterated derivates (internal standards) at increasing 
concentration (covered drugs concentrations of 0, 0.5, 1.0, 2.0, 4.0, 12.0 and 
20.0 µg g–1). The mixtures were then subjected to the optimized MSPD on 
column clean-up and derivatization procedure described above. Results for 
the slopes of calibration graphs, expressed as mean ± standard deviation, 
were 0.274 ± 0.032, 0.184 ± 0.005, 0.273 ± 0.028, 0.250 ± 0.002, and 0.166 ± 
0.029 for cocaine, BZE, codeine, morphine and 6-MAM, respectively. These 
results show good repeatability of the calibration curves. 
The limits of detection (LODs) and the limits of quantification (LOQs), 
based on the 3σ / 10 σ criterion [43], were calculated by analyzing eleven 
replicates of a blank (MSPD hydrochloric extract from a drug-free hair). LODs 
obtained, expressed as µg g–1, were 0.04, 0.04, 0.02, 0.04 and 0.05 for 
cocaine, BZE, codeine, morphine and 6-MAM, respectively; while, LOQs were 
0.13, 0.13, 0.07, 0.013, and 0.17 µg g–1 for cocaine, BZE, codeine, morphine 
and 6-MAM, respectively. It can be seen that these values are low enough to 
apply the method to human hair from poli–drugs abusers. 
Within-run precision (intra–day precision) was assessed in quintuplicate 
for MSPD hydrochloric extracts spiked with 0.5, 2.0 and 20 µg L–1 of each 
drug. Table 6.4 shows the relative standard deviation (RSD); good intra–day 
precision has been obtained for all cases. In addition, the relative error was 
calculated taking into account the spiked concentration and the found 
concentration after analysis. Results expressed as percentages, also given in 
















concentration / ng 
mg–1 
Analytical 
recovery / %c 
Cocaine     
0.50 9 9   
2.00 7 6 2.00 94 ± 3 
20.0 5 5 12.0 98 ± 3 
BZE     
0.50 5 5   
2.00 3 2 2.00 92 ± 3 
20.0 2 1 12.0 98 ± 3 
Codeine     
0.50 12 10   
2.00 5 8 2.00 87 ± 6 
20.0 2 7 12.0 93 ± 4 
Morphine     
0.50 13 9   
2.00 6 5 2.00 95 ± 4 
20.0 2 3 12.0 97 ± 3 
6–MAM      
0.50 7 6   
2.00 3 4 2.00 93 ± 8 
20.0 1 2 12.0 99 ± 6 
(a) Intra–day precision (n = 5); (b) Inter–day precision (n = 6); (c) n = 3 
Table 6.4. Intra–day precision, inter-day precision and analytical recovery of the 
method 

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The inter–day precision and the inter–day relative error, performed in six 
different days, were also assessed for MSPD hydrochloric acid extracts 
spiked with 0.5, 1.0, 2.0, 4.0, and 20 µg L–1 of each drug. Results (Table 6.4), 
expressed as RSD (%) and relative error percentage, show good values for 
both inter–day precision and inter–day relative error. Finally, the repeatability 
of the over-all procedure was assessed by subjecting eleven times a hair 
sample from a poli-drug abuser to the optimized MSPD on column clean-up, 
derivatization and GC-MS procedure. RSD values of 7, 8, 7, 7, and 9% for 
cocaine, BZE, codeine, morphine and 6-MAM, respectively, were obtained 
(drug concentrations of 19.8, 48.7, 0.534, 2.86, and 22.5 µg g–1 for cocaine, 
BZE, codeine, morphine and 6-MAM, respectively). 
Finally, the analytical recovery of the over-all procedure was also studied 
after subjecting 0.050g of drug–free hair sub-samples spiked with low (2.0 µg 
g–1) and high level (12.0 µg g–1) of each drug following the procedure 
described in sub-section 2.6. Table 4 lists the calculated analytical recoveries 
for each drug at the two fortification levels and after three independent MSPD, 
clean–up and GC–MS determinations, and after applying the following 
equation: 
 






where [drug]found is the found analyte (drug) concentration in the spiked hair 
sample, and [drug]added is the spiked analyte (drug) concentration. As it can be 
seen, good analytical recovery (values within 87 – 99%) was obtained for all 
target compounds. 
6.2.5 Applications. 
The developed MSPD on-column SPE for clean-up and pre-
concentration procedure was applied to eight hair samples from poli–drug 
abusers in triplicate. In addition, each hair sample was also subjected in 
III. Parte experimental 
176 
 
triplicate to a conventional enzymatic hydrolysis process [33] (reference 
method). Table 6.5 lists the minimum and maximum concentrations for each 
drug after GC-MS determination. All cases were positive for cocaine, BZE, 
codeine, morphine and 6-MAM. A t-paired test (95% confidence level) was 
applied according to the equation 
 
tcalculated  
   
   
     
 
where dX  and SDd are the mean and the standard deviation, respectively, of 
the differences of drug concentrations after MSPD procedure and after the 
reference method. As it can be seen in Table 6.5, calculated t-values for each 
drug are lower than the tabulated t-value of 2.365 (95% confidence level, 
seven degrees of freedom), which confirms that results after the proposed 
method are statistically similar to those obtained after conventional 
procedures. 
 
 Concentrations of drug (ng g
–1
) 

























 2.025 –0.828 0.0822  –0.881 1.637 
(a) tcalculated values after t–paired test (95 % confidence level) 
Table 6.5. Minimum and maximum concentrations of cocaine, BZE, codeine, morphine 
and 6–MAM in eight human hair samples from poli-drug abusers after MSPD on 
column SPE clean-up/preconcentration and after conventional Pronase E enzymatic 
hydrolysis; and tcalculated after t–paired test (95 % confidence level, N-1 = 8-1 = 7 
degrees of freedom). 
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The feasibility of MSPD combined with an on-column SPE for clean-up 
and pre-concentration stages has been demonstrated to be a successful 
methodology for extracting basic drugs (cocaine, BZE, codeine, morphine and 
6-MAM) from human hair samples. Drugs isolation from hair as well as clean-
up/analytes pre-concentration can be achieved in 30 min, which is a shorter 
analytical time than that needed for completing conventional ultrasounds 
assisted hydrochloric acid extractions or conventional enzymatic hydrolysis. 
Alumina has been found to be a useful dispersing agent, which offers 
adequate retention and elution capacities for the target drugs when using 
diluted hydrochloric acid as an extractant. The novel application of combined 
alumina based – MSPD and clean-up/analytes pre-concentration SPE for 
isolating basic drugs from human hair has offered good repeatability and high 
extraction yields (extracted target concentrations statistically similar to those 
obtained after applying conventional enzymatic hydrolysis methods). 
Therefore, this methodology is a promising trend that must be fully exploited 
in the forensic field to assess other recreational/abuse drugs. 

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
bstract: The possibility of assisting enzymatic hydrolysis (EH) 
procedures by sample disruption mechanisms inherent to matrix 
solid phase dispersion (MSPD) has been explored in the current 
study. EH of hair specimens from poly-drug abusers was assisted 
by dispersing/blending the sample (0.05g) with alumina (2.25g) before loading 
the dissolved enzyme (6mL of 1 mg mL-1 Pronase E in 1.4M/1.4M Tris/HCl, 
pH 7.3) through the hair-alumina solid phase packaged inside a disposable 
MSPD syringe. The MSPD-EH method was developed, and it proved to offer 
quantitative results when isolating cocaine, benzoylecgonine (BZE), codeine, 
morphine and 6-monoacethylmorphine (6-MAM) from human hair samples. 
The procedure allows an on column clean-up/pre-concentration procedure of 
the isolated targets by attaching a previously conditioned Oasis HLB cartridge 
to the end of the MSPD syringe. The EH procedure of human hair with 
Pronase E can therefore be shortened to approximately 30 min. Within this 
time, sample blending/dispersion, MSPD syringe package, elution (EH when 
dissolved Pronase E is passing through the sample-dispersant bed), and 
extract clean-up and target pre-concentration stages are achieved. Gas 
chromatography-mass spectrometry (GC-MS) was used for determining each 
target after elution from the Oasis HLB cartridges with 2mL of 2% (v/v) acetic 
acid in methanol, concentration by N2 stream evaporation, and dried extract 
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derivatization with N-methyl-tert-butylsilyltrifluoroacetamide (BSTFA) and 
chlorotrimethylsilane (TMCS). The method was validated according to the 
guidance for bioanalytical method validation of the US Department of Health 
and Human Services, Food and Drug Administration. The simplicity of the 
proposed approach makes it a useful procedure for screening/quantifying 
drugs of abuse in hair specimens from poly-drug abusers. 
Keywords: matrix solid phase dispersion assisted enzymatic hydrolysis, 
human hair, drugs of abuse, gas chromatography–mass spectrometry. 
7. Introduction 
Hair testing is nowadays a well established methodology in forensic 
toxicology [1,2], as well as for assessing disease and health status [3]. The 
importance of this clinical specimen for establishing drug of abuse 
consumption may be reflected in the various recent reviews on this topic [4-7]. 
The major practical advantage of this specimen is the longer detection 
window after drug exposure than those other samples such as saliva, urine 
and blood. In addition, hair is a stable tissue in which drugs, as well as other 
contaminants, remain unaltered in the keratin matrix for a long time. These 
advantages have led to the establishment of official guidelines based on 
standardized hair testing approaches for laboratories dealing with 
toxicological studies [8]. In addition to drug lipophilicity and basicity properties 
[9], the presence of melanin in hair is a key factor influencing drug 
incorporation in hair [10]. New findings regarding this topic, as well as hair 
composition and structure, can be found in recent literature [3,11]. 
Characteristic of the drug such as acidity and polarity, as well as the aim 
of the analysis, conditions mainly the sample pre-treatment for drug isolation 
from hair. Therefore, recent reviews on this topic show the use of acid and 
alkaline aqueous solvents, as well as organic solvents such as methanol for 
cocaine and opiates extraction from hair [11,12]. Recent applications of 
conventional treatments based on methanol [13-17], as well as diluted 
hydrochloric acid [18-21] or aqueous phosphate [22,23] and borate [24] buffer 
solutions for drugs isolation from hair (cocaine and opiates included) have 
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been developed. On other occasions, methanol-diluted hydrochloric acid 
[25,26], methanol-acetonitrile-ammonium formate [27,28] or diluted 
hydrochloric acid-acetonitrile [29] mixtures have also been proposed as 
solvents. Sample pre-treatments involving more drastic conditions such as 
concentrate sodium hydroxide solutions for hair solubilization can also be 
found inthe literature [30,31]. In some cases, microextraction techniques such 
as solid phase microextraction (SPME) [21] and hollow-fiber liquid-phase 
microextraction (HF-LPME) [32] have been implemented after targets 
extraction/hair solubilization. However, the use of alkaline/acid solvents, such 
as aqueous sodium hydroxide and hydrochloric acid solutions, can alter the 
integrity of the extracted targets [12]. As an example, cocaine is unstable 
under alkaline conditions; whereas, partial hydrolysis occurs for cocaine and 
6-MAM when using aqueous acid solutions [1]. Developments based on 
ultrasound irradiation for assisting the extraction procedure have also been 
proposed [14,23-25]. These approaches are appealing because the time for 
performing the sample pre-treatment can typically be reduced anywhere 
between 2 and 5 h. 
As an alternative, enzymes have also been proposed as efficient 
reagents for drug isolation from hair. The main advantage of enzymatic 
hydrolysis (EH) procedures is the moderate extraction conditions (pH and 
temperature) required, which minimizes target inter-conversion. EH is 
commonly performed with Pronase E, a proteolytic enzyme which operates at 
a pH close to 7.0 [33-35]. Recent advances on assisting EH by ultrasound 
irradiation have overcome the drawbacks of long hydrolysis times inherent to 
EH procedures (typically from 12 to 24 h), and enzymatic hydrolysis can be 
completed in 30 min [36,37]. The reduction on the enzymatic hydrolysis time 
when using ultrasounds is attributed to rapid and efficient cell membrane/wall 
disruptions by the action of ultrasounds which allows a direct contact between 
the enzyme and the cytosolic structures [38]. In addition, advanced 
procedures which allow target release using diluted solvents, such as matrix 
solid phase dispersion (MSPD) [39] and pressurized liquid extraction (PLE) 
[40,41] can also be found in the literature. Both MSPD and PLE offer the 
possibility of simultaneousextraction and clean-up for removing co-extracted 
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substances present in the extracts, which shortens the over-all procedure. 
Regarding illicit drug isolation from hair, MSPD [37,42] and PLE [43] 
procedures have recently been proposed. Of these two extractive techniques, 
MSPD is the simpler and cheaper because specific equipment is not required. 
This sample preparation procedure allows reducing of solvent consumption 
(less-toxic reagents/solvents and a low concentration) because analytes tend 
to be less strongly bonded to a new sample matrix-solid support phase 
formed after mechanical blending of the sample mixed with a solid support 
bonded-phase (dispersant) [39,44]. In addition, sample pre-treatment is 
performed under mild operating conditions (atmospheric pressure and room 
temperature), which minimizes sample component degradation. As MSPD 
implies sample architecture disruption by mechanical blending with the 
dispersant, we have explored the possibilities of MSPD conditions for 
assisting enzymatic hydrolysis. As is the case with ultrasound assisted 
enzymatic hydrolysis (USEH) procedures [36,38], disruptions of sample cell 
membrane/wall by MSPD can provide a more efficient contact between the 
enzyme and the cytosolic structures, allowing enzymatic hydrolysis in short 
times. Therefore, a matrix solid phase dispersion assisted enzymatic 
hydrolysis (MSPD-EH) procedure is a novel proposal for isolating cocaine, 
opiates and their main metabolites from human hair before confirmative 
analysis by GC-MS. Since MSPD offers the possibility of performing on 
column solid phase extraction (SPE) clean-up, an integrated MSPD-EH-SPE 
procedure has been developed for fast drugs of abuse isolation, clean-up and 
targets pre-concentration before gas chromatography-mass spectrometry 
(GC-MS) measurement. 
7.1 Materials and methods 
7.1.1 Instrumentation 
A Hewlett Packard Model 6890 gas chromatogragh (Hewlett Packard, 
Avondale, PA, USA) equipped with a HP-5 capillary column (30m, 0.22mm 
I.D., 0.33µm film thickness of cross-linked 5% phenyl methyl siloxane) and a 
HP 5973 mass spectrometer was used for cocaine and opiates determination. 
ESI-MS/MS determinations were performed with an API 2000 LC/MS/MS 
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system, equipped with a Perkin Elmer Series 200 chromatographic pump and 
a Perkin Elmer Series 200 autosampler (PE Sciex, Concord, Canada). Human 
hair samples were grinded in a vibrating ball mill with 15mL zircon oxide cups 
and 7mm diameter zircon balls (Retsch, Haan, Germany). The particle size 
distribution of the pulverized hair was obtained with a Laser Coulter Series 
LS200 (Coulter Electronics, Hialeah, FL, USA). MSPD-EH was performed by 
using Nahita glass mortars (50 mL capacity) with glass pestles (Auxilab S.L., 
Beriáin, Spain), 10 mL Injekt plastic syringes (Braun, Melsungen, Germany) 
with 10 mL polyethylene frits (Supelco, Bellefonte, PA, USA), 65 mm powder 
funnels (Barloword Scientific, Stone, Staffs, UK), and a Visiprep TM DL 
vacuum manifold (Supelco). Other laboratory devices were: an ultracentrifuge 
Laborzentrifugen model 2K15 (Sigma, Osterode, Germany), an Orion 720A 
plus pH.meter with a glass-calomel electrode (Orion, Cambridge, UK), a Reax 
2000 mechanical stirrer (Heidolph, Kelheim, Germany), and a VLM EC1 metal 
block thermostat and N2 sample concentrator from VLM (Leopoldshöhe-
Greste, Germany). Chemometrics package was Statgraphics Plus V 5.0 for 
Windows, 1994-1999 (Manugistics Inc., Rockville M.D. USA). 
7.1.2 Reagents 
Ultrapure water 18 MΩcm of resistivity was obtained from a Milli-Q 
purification device (Millipore Co., Bedford, MA, USA). Drug stock standard 
solutions were prepared from cocaine (1000 mgL-1 dissolved in acetonitrile), 
BZE (1000 mgL-1 dissolved in methanol), codeine (1000 mgL-1 dissolved in 
methanol), morphine (1000 mgL-1 dissolved in methanol), and 6-MAM (1000 
mgL-1 dissolved in acetonitrile), from Lipomed (Arlesheim, Switzerland). 
Deuterated analogue stock standard solutions were prepared from cocaine-d3 
in acetonitrile (100 mgL-1), BZE-d3 in methanol (100 mgL-1), codeine-d3 in 
methanol (100 mgL-1), morphine-d3 in methanol (100 mgL-1), and 6 MAM-d3 in 
acetonitrile (100 mgL-1), from Cerilliant (Round Rock, TX, USA). Pronase E, 
1,4-dithiothreitol (DTT), sodium hydroxide, potassium chloride, boric acid, 
acetic acid, chlorotrimethylsilane (TMCS) and N-methyl-tert-
butylsilyltrifluoroacetamide (BSTFA) were from Merck (Poole, UK). 
Hydrochloric acid 37% (m/m) was from Panreac (Barcelona, Spain). 
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Ammonium hydroxide and acetonitrile (supragradient HPLC grade) were from 
Scharlau (Barcelona, Spain). TRIS-hydroxymethyl-aminomethane (TRIS) was 
from Sigma-Aldrich (Stemheim, Switzerland). Alumina, aluminium oxide 90 
active neutral (alumina N), 70-230 mesh (used as dispersing agent), methanol 
(gradient grade for liquid chromatography), and formic acid (98-100%) were 
from Merck. Oasis HLB cartridges (225mg) were from Waters (Milford, MA, 
USA). 
7.1.3 Hair sample pre-treatment 
Hair samples were from polydrug abusers under control in an addiction 
research centre in Santiago de Compostela, and the whole protocol was 
approved by the Comité Ético de Investigación Clínica de Galicia. In any 
case, informed consent has been obtained from the participants. Drug-free 
scalp hair samples were used for method validation and were obtained from 
laboratory staff volunteers. For all cases, hair samples approximately 2-3 cm 
long were cut with round-point scissors from the vertex posterior region of the 
scalp. Collected hair specimens varied from about 0.1 to 0.5 g in weight. Hair 
samples were the subjected to a decontamination process, which consisted of 
successive washings (mechanical stirring for 30 min) with a diluted soap 
solution (physiological pH), and ultrapure water. The successful removal of 
the external contamination of hair was proved by the negative result after 
targets assessment in the last washing solution. Decontaminated hair 
samples were then oven dried at 40 ºC for 24 h, cut into small segments and 
pulverized in a vibrating zircon ball mill for 20 min (mean particle sizearound 
50 µm measured by laser diffraction). Pulverized hair samples were finally 
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7.1.4 Matrix solid phase dispersion assisted enzymatic 
hydrolysis (MSPD-EH) on column solid phase 
extraction (SPE) clean-up/pre-concentration 
procedure 
Hair samples (0.05 g) and alumina (2.25 g) were mixed with internal 
standards (deuterated analogs) at a concentration of 10 µg mL-1 each one (5 
µg g-1, referred to a sample mass of 0.05 g). When performing method 
validation and for preparing the calibration curves, 0.05 g of drug-free hair 
samples were dispersed with alumina, with the same amount of internal 
standards, and with 25 µL of different standard solutions containing 2.0, 10, 
20, 30 and 40 µg mL-1 of each target (concentrations referred to 0.05 g of hair 
samples of 1.0, 5.0, 10, 15 and 20 µg g-1, respectively). For all cases, 
mixtures were thoroughly blended in a glass mortar for 5 min using a glass 
pestle until obtaining a homogeneous solid phase. The dispersed sample was 
then quantitatively transferred to 10 mL syringes. A previously conditioned 
Oasis HLB cartridge (2 mL methanol, plus 2 mL ultrapure water, plus 1 mL of 
0.2 M/0.2 M sodium hydroxide/boric acid buffer solution at pH 9.2) was then 
attached to the end of the MSPD syringe for on column analyte retention. 
Forced elution using a vacuum manifold was performed with 6.0 mL of a 
solution containing 1 mg mL-1 Pronase E in 1.4 M/1.4 M Tris/HCl (pH 7.3) 
buffer. After Pronase E hydrolysis of dispersed hair and on-column targets 
adsorption onto the SPE cartridges, 2 mL of 95/5 Milli-Q water/methanol and 
2 mL of 78/20/2 Milli-Q water/methanol/ammonium hydroxide were 
successively passed to the separated SPE cartridges for eluting interference 
compounds which could be retained in the SPE adsorbent. The SPE 
cartridges were the vacuum dried for 10 min, and finally, the adsorbed 
analytes were eluted with 2 mL of 2% (v/v) acetic acid in methanol. 
7.1.5 Derivatization procedure 
The methanol extracts were evaporated to dryness under a stream of N2 
at 40°C. The dried extracts were then derivatized w ith 40µL of BSTFA/TMCS 
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99/1 at 100°C for 20 min, and kept at room temperat ure for 20 min before 
analysis.  
7.1.6 Gas chromatography – mass spectrometry 
measurements 
GC-MS measurements were performed using splitless injection mode (2 
min), 2µL of injection volume (heated injection port at 240°C), and ion source 
set at 300°C. The mass spectrometer used electron i mpact ionization 
operating at 70eV. The GC program [36,42] started at 90 ºC for 1 min, 
followed by a temperature rate of 30 ºC min-1 to reach 190 ºC, and remained 
at this temperature for 1 min. The temperature was then increased to 260 ºC 
(temperature rate of 8 ºC min-1) and set for 5 min. Finally, oven temperature 
was increased to 290 ºC and maintained for 5 min to clean the column. 
Compounds were identified by using the retention time and the relative 
abundance of three confirming ions with respect to the target (Table 7.1). 
Quantitative data were obtained by selected ion monitoring (SIM) for each 
compound and using the internal standard method. Deuterated analogs 
(concentrations of 6.25 mg L-1 in the BSTFA/TMCS extracts) were used as 
internal standards. Calibration curves covered target concentrations between 
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Compound Retention time / min Ion m/z 
Cocaine 12.6 *182, 198, 303 
Cocaine–d3 12.6 *185, 201, 306 
**BZE 13.4 *240, 82, 361 
**BZE–d3 13.4 *243, 85, 364 
**Codeine 16.0 *178, 371, 234 
**Codeine–d3 16.0 *181, 374, 237 
**Morphine 16.9 *429, 236, 414 
**Morphine–d3 16.9 *432, 239, 417 
**6–MAM 18.2 *399, 287, 340 
**6–MAM–d3 18.2 *402, 290, 343 
*Quantifier ion; **Analyte–TMS derivates 
Table 7.1. Retention times and qualifier and quantifier ions m/z for analytes and 
deuterated derivates. 

7.2 Results and discussion 
7.2.1 Preliminary studies 
Based on previous results regarding MSPD for cocaine and opiates 
isolation, alumina (aluminum oxide active neutral) was selected as a 
dispersing agent [37,42]. A first set of experiments was performed to select 
the best way for adding the enzyme, i.e., as a solid and thoroughly dispersed 
together with the dispersing agent (alumina) and the sample, or dissolved in 
the buffer solution and added as an elutant. Experiments were carried out in 
triplicate with 0.05 g of a pulverized hair sample positive for cocaine and 
heroin consumption, and 2.0 g of alumina (dispersing mass/sample mass ratio 
of 40). An amount of 10 mg of Pronase E was added for experiments 
involving enzyme dispersion before elution with 5mL of 1.4M/1.4M Tris/HCl 
(pH 7.3); otherwise, experiments using the dissolved enzyme were performed 
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by elution with 5 mL of 2.0 mg mL-1 Pronase E in 1.4M/1.4M Tris/HCl (pH 
7.3). Fig. 7.1(a) shows the normalized results (extraction percentages 
referred to conventional MSPD conditions) after subtracting blanks and after 
an off-line SPE clean-up/pre-concentration stage. It can be seen that higher 
percentages, from approximately 7% (6-MAM) to 15% (BZE), are obtained 
when using the enzyme dissolved in the buffer solution. These findings can be 
explained on the basis of insufficient Pronase E solubilization during the 
elution, which decreases the amount of dissolved enzyme needed for 
performing the enzymatic hydrolysis. Mixing the enzyme with the dispersing 
solid and the sample was found to be useful when applying PLE assisted EH 
for the extraction of trace metals [45] and organometallic species [46] from 
seafood. The high temperature and pressure inherent to PLE procedures can 
explain the increase on the enzyme solubility and hence, its subsequent 
enzymatic action. 
Fig. 7.1(a) also shows the extraction percentages after performing the 
MSPD procedure in absence of Pronase E (elution with 5 mL of 1.4M/1.4M 
Tris/HCl, pH 7.3), and using a hair sample from a cocaine/heroin abuser. 
There is evidence for the contribution of the buffer solution on the target 
recoveries (leaching effect by the buffer solution). It can be seen that all 
targets are partially extracted by the buffer solution, and extraction 
percentages vary from 30% obtained for morphine to 48% for BZE. These 
findings agree with other published assisted EH developments, mainly in the 
organometallic speciation field, for which moderate extraction ratios have 
been reported in absence of enzymes, and which are directly attributed to the 
lixiviation effect of the buffer solution under pressurized conditions [46], an 
also under ultrasound [47] and microwave [48,49] irradiation. However, it must 
be pointed out that the presence Pronase E is needed to obtain quantitative 
target yields. 
A second set of experiments were conducted to observe the effect of 
DTT during the enzymatic hydrolysis of hair. DTT is commonly used to 
enhance the enzymatic activity of Pronase E. Its action consists in breaking 
down certain disulphide bonds of the keratin matrix, allowing a faster action of 
the enzyme [50]. Fig. 7.1(b) shows results in triplicate obtained for MSPD-EH 
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experiments and elution with 5 mL of a solution containing 2.0 mg mL-1 
Pronase E and 12.5 mg mL-1 DTT in 1.4M/1.4M Tris/HCl, pH 7.3 (MSPD-EH 
with DTT), or with 5 mL of 2.0 mg mL-1 Pronase E in 1.4M/1.4M Tris/HCl, pH 
7.3 (MSPD-EH without DTT). It can be seen that similar extraction 
percentages are obtained for all cases, which implies that the presence of 
DTT is not necessary. These findings could be attributed to the efficient 
sample architecture disruption as a consequence of the sample-dispersant 
blending during the dispersion stage, which weakens target-matrix bonds and 
enhance the Pronase E activity. 
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Figure 7.1. Extraction percentages (n = 3) after normalization against 
conventional MSPD conditions when performing the MSPD-EH with dispersed/blended 
Pronase E, dissolved Pronase E (a), and in presence and absence of DTT (b). 
 
 
III. Parte experimental 


7.2.2 On column clean-up/pre-concentration procedure 
As previously mentioned MSPD offers as an advantage the possibility of 
performing extraction and extract clean-up in a single step [42]. The SPE 
cartridges were previously conditioned (internal standards) before attaching to 
the MSPD-EH syringes, because the different reagents used for conditioning 
the SPE cartridges can partially extract the targets and other concomitants 
from the dispersed sample-alumina phase contained in the MSPD-EH 
syringes. In addition, the pH after passing the sodium hydroxide/boric acid 
buffer solution differs from the pH needed for performing the EH. After 
performing experiments in triplicate for MSPD-EH on column clean-up/pre-
concentration SPE and MSPD-EH off-line clean-up/pre-concentration SPE, 
under the same MSPD-EH conditions (0.05 g of sample positive to cocaine 
and heroin, 2.0 g alumina, 5 mL of 5.0 mg mL-1 Pronase E in 1.4M/1.4M 
Tris/HCl, pH 7.3), similar target concentrations were measured. Therefore, 
conditioned SPE cartridges can be attached to MSPD-EH syringes for on 
column clean-up/pre-concentration SPE purposes. 
7.2.3 Multivariate optimization of the MSPD-EH procedure 
Variables inherent to Pronase E hydrolysis such as pH and ionic strength 
were fixed at optimum values according to previous studies, and a buffer 
solution consisted of 1.4M/1.4M TRIS/HCl at pH 7.3 was used. In addition, all 
experiments were performed at room temperature and elution was forced in a 
vacuum manifold operating at the highest allowed vacuum. Therefore, the 
effects of three variables, dispersing (alumina) mass to hair mass ratio (D-S), 
Pronase E concentration ([P-E]), and buffer solution volume (V), were 
simultaneously studied throughout an orthogonal 23 + star central composite 
design (CCD) with 6 error degrees of freedom, 2 centers, 2 replicates and 16 
runs. By fixing at 0.05 g the amount of a hair sample positive to cocaine and 
heroin, the D-S ratio was evaluated at levels of 20 and 50 as the low and the 
high cube values, respectively, which implies sample dispersion with 1.0 and 2.5 
g of alumina, respectively. Pronase E concentration was studied at 1.0 and 3.0 
mg mL-1 (low and high cube values, respectively); whereas the definition field for 
the variable buffer solution volume was 3.0 mL as the low value and 6.0 mL as 
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the high value. For all experiments, 25 µL of a solution containing internal 
standards (deuterated analogs, 10 µg mL-1 each) were added to the hair sample 
and alumina mixtures before blending/dispersing. The set of conditions given by 
the CCD, as well as target concentrations found after internal standard 
calibration are listed in Table 7.S1 (given as supplementary information). The 
statistical evaluation at a 95.0% confidence interval gives the statistical 
significance of each variable (main effects), as well as two-order interactions and 
quadratic terms. The Pareto chart in Fig. 7.2 shows a negative effect of the 
variable Pronase E concentration for all targets except for morphine, which 
implies that enzymatic hydrolysis is better performed when working with low 
amounts of enzyme. However, it must be indicated that the variable volume of 
buffer (V) is statistically significant for codeine and 6-MAM, which indicates a 
higher extraction when using large volume and hence a higher amount of 
enzyme. This dependence between both variables can be seen in the Pareto 
chart for 6-MAM, where the two-order interaction between volume (V) and 
Pronase E concentration ([P-E]) is statistically significant.  
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Figure 7.2. Standardized main effect and two-order interactions Pareto chart after 23 + 
star central composite design. 
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The evaluation of response surfaces has led to compromise conditions 
for the three variables under study. Figure 7.3 shows the response surfaces 
obtained when using the total drugs concentration (sum of the concentration 
of each individual target) as a response variable. Because of the lower 
recoveries for most of the targets when using high Pronase E concentrations, 
this variable was finally set at the low value tested (1 mg mL-1). Similarly, as 
higher yields were obtained for opiates (codeine and 6-MAM) when using high 
buffer volumes, the variable V was fixed at the high value tested (6 mL). 
Finally, because of the non statistically significance of the alumina mass to 
sample mass ratio (D-S), this variable was finally set at an intermediate value 



















































































Figure 7.3. Estimated response surfaces from the central composite design (sum of 
target concentrations as a response variable): Volume/alumina mass to sample mass 
ratio (a), Pronase E concentration/ alumina mass to sample mass ratio (b), and 
volume/Pronase E concentration (c). 
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7.2.4 Analytical performances 
Different calibration curves were prepared by dispersing drug-free hair 
with of alumina, previously mixed with deuterated analogs and standard 
solutions (see Section 7.1.4). Concentration levels of the different calibration 
curves, referring to the mass of hair sample (0.05 g), were 0, 1.0, 5.0, 10, 15 
and 20 µg g-1; whereas, the concentration of internal standards was 5 µg g-1 
each for all cases. The mixtures were then subjected to the optimized MSPD-
EH on column clean-up and derivatization procedure described above. 
Results for the slopes of calibration graphs (six different calibration curves 
obtained in six different days and expressed as mean ± standard deviation) 
were 2.76 ± 0.25, 1.25 ± 0.12, 0.97 ± 0.12, 0.75 ± 0.078, and 1.46 ± 0.11 g 
µg-1 for cocaine, BZE, codeine, morphine and 6-MAM, respectively. These 
results show good repeatability of the calibration curves. In addition, linearity 
of the method was also demonstrated because the regression coefficients 
were not statistically different from 1 (regression coefficients were higher than 
0.9991 for all cases). 
The lower limit of quantification (LLOQ), defined as the analyte response 
of at least 5 times the analyte response in the blank response [51], was 
assessed for each target. Standards were diluted with an enzymatic extract 
obtained after subjecting a drug-free hair sample to the MSPD-EH on column 
clean-up procedure, and after derivatization and GC-MS measurement, the 
obtained responses were compared to those found when injecting blanks (un-
spiked enzymatic extracts). Target standards, referring to 0.05 g of hair 
samples, of 0.04 µg g-1 for cocaine and BZE, 0.06 µg g-1 for 6-MAM, 0.05 µg 
g-1 for codeine, and 0.18 µg g-1 for morphine gave responses 5 times higher 
than those obtained when injecting blanks. These values are lower than the 
cut-off values proposed by several scientific societies, such as the Society of 
Hair Testing (SoHT) (≤ 0.02 µg g-1 for opiates, ≤ 0.5 µg g-1 for cocaine, and ≤ 
0.5 µg g-1 for metabolites from cocaine); the Gesellschaft für Forensische und 
Toxikologische Chemie (GTFCh) (≤ 0.02 µg g-1 for opiates, ≤ 0.2 µg g-1 for 
cocaine, and ≤ 0.1 µg g-1 for metabolites from cocaine); and the Société 
Française de Toxicologie Analytique (STFA) (≤ 0.5 µg g-1 for opiates and 
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cocaine) [1]. The LLOQ values are therefore low enough to apply the method 
to human hair form poly-drug abusers. 
The repeatability of the over-all procedure was assessed by subjecting 
eleven times a hair sample from a poly-drug abuser to the optimized MSPD-
EH on column clean-up, derivatization and GC-MS procedure. An RSD value 
of 13% was obtained for cocaine and codeine (target concentrations of 
21.7±2.8, and 1.9±0.2 µg g–1, respectively). Morphine and 6-MAM 
determination gave RSDs of 12 and 11%, respectively (6.7±0.8 µg g–1 
morphine, and 26.4±2.9 µg g–1 6-MAM); whereas, the RSD for BZE was 9% 
(72.7±6.3 µg g–1). 
Within-run precision (intra–day precision) was assessed by spiking 
different aliquots of a drug-free hair sample at three concentration levels (1, 
10 and 20 µg g-1). Experiments were performed in quintuplicate using 
deuterated internal standards (cocaine-d3, BZE-d3, codeine-d3, morphine-d3, 
and 6-MAM-d3) at 5 µg g-1. After MSPD-EH on column clean-up and 
derivatization, extracts were analyzed in the same run. RSD (%) obtained are 
listed in Table 7.2. Values range from 1% obtained when assessing the 
highest codeine and morphine concentrations (20 µg g-1) to 6% for the 
assessment of the lowest morphine level (1 µg g-1). Table 7.2 also lists the 
mean relative error and the analytical recovery (intra-day accuracy). Both 
figures of merit take into account the spiked concentration and the found 
concentration after analysis. It can be seen that intra–day relative errors lower 
than ±10% were obtained, while analytical recovery values were within the 93 
and 109% range. Good intra-day precision and accuracy were therefore 
observed. 
Similarly, the inter–day precision and the inter–day accuracy were also 
evaluated. MSPD-EH on column clean-up and derivatization, as well as GC-
MS analysis were performed over five different days. All experiments implied 
the use of deuterated internal standards (cocaine-d3, BZE-d3, codeine-d3, 
morphine-d3, and 6-MAM-d3) at 5 µg g-1, and three target levels (1, 10 and 20 
µg g-1). Results listed in Table 7.2 show RSD values for inter-day precision 
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and relative error for inter-day accuracy lower than 10%, and analytical 
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Finally, the selectivity of the method was tested by analyzing six different 
drug-free hair samples (blank samples) by the proposed MSPD-EH on column 
clean-up procedure. GC-MS analysis showed negligible chromatographic 
signals, and hence target concentrations, for all hair samples, which proves 
that the developed procedure appears to be selective for assessing cocaine 
and opiates in hair samples. 
7.2.5 Applications 
The developed MSPD-EH on column clean-up procedure and GC-MS 
method was applied to five hair specimens from poly-drug abusers. Each 
sample was subjected to the MSPD-EH on column clean-up procedure in 
duplicate, and each extract was measured twice by GC-MS (results listed in 
Table 7.3). The same hair samples were also analyzed by direct ESI-MS/MS 
after conventional MSPD on column clean-up process as described in Ref. 
[37]. Although the number of studied samples was small, a t-paired test (95% 
confidence level) was applied for comparing target concentrations after 
applying both methods. As it can be seen in Table 7.3, calculated t-values 
(absolute values) for each drug are lower than the tabulated t-value of 2.78 
(95% confidence level, four degrees of freedom), which confirms that results 
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Cocaine Case 1 26.4 ± 0.7 27.1 ± 0.1 
 Case 2 14.3 ± 0.5 14.5 ± 0.3 
 Case 3 12.1 ± 0.3 12.3 ± 0.2 
 Case 4 15.4 ± 0.4 14.7 ± 0.3 
 Case 5 6.89± 0.10 7.20 ± 0.50 
 tcalculatedc 0.62 
BZE Case 1 51.2 ± 1.7 48.4 ± 1.2 
 Case 2 21.1 ± 1.0 19.3 ± 0.90 
 Case 3 14.8 ± 0.73 13.7 ± 0.55 
 Case 4 20.6 ± 1.3 19.0 ± 0.88 
 Case 5 7.64 ± 0.20 7.50 ± 0.40 
 tcalculatedc - 2.57 
Codeine Case 1 0.59 ± 0.05 0.63 ± 0.03 
 Case 2 0.58 ± 0.06 0.70 ± 0.04 
 Case 3 0.55 ± 0.06 0.62 ± 0.03 
 Case 4 0.41 ± 0.03 0.42 ± 0.01 
 Case 5 0.21 ± 0.01 0.21 ± 0.02 
 tcalculatedc 2.20 
Table 7.3. Cocaine, BZE, codeine, morphine and 6-MAM concentrations in positive 
drug hair samples after applying the proposed MSPD-EH-GC-MS method and a 
method based on conventional MSPD and direct ESI-MS/MS and tcalculated after t–













Morphine Case 1 4.51 ± 0.27 5.18 ± 0.39 
 Case 2 5.30 ± 0.55 5.67± 0.20 
 Case 3 1.72± 0.18 1.76± 0.12 
 Case 4 1.56 ± 0.21 1.37 ± 0.30 
 Case 5 1.68± 0.30 1.72 ± 0.05 
 tcalculatedc 1.24 
6-MAM Case 1 14.4 ± 0.36 13.8 ± 0.55 
 Case 2 6.79 ± 0.12 7.09 ± 0.13 
 Case 3 3.30 ± 0.20 2.81 ± 0.17 
 Case 4 6.12 ± 0.34 6.83 ± 0.42 
 Case 5 1.90 ± 0.23 1.78 ± 0.16 
 tcalculatedc - 0.16 
(a) Data after applying MSPD-ESI-MS/MS from reference 32; 









 where dX  and S.D.d are the mean and the standard 
deviation, respectively, of the differences of drug concentrations after MSPD-ESI-
MS/MS and MSPD-EH-GC-MS determinations (t(4, 95) = 2.78) 
Table 7.3. Cocaine, BZE, codeine, morphine and 6-MAM concentrations in positive 
drug hair samples after applying the proposed MSPD-EH-GC-MS method and a 
method based on conventional MSPD and direct ESI-MS/MS and tcalculated after t–
paired test (95 % confidence level, N-1 = 5-1 = 4 degrees of freedom) (continuation) 
 
7.3 Conclusions 
Enzymatic hydrolysis can successfully be assisted by MSPD for 
speeding up the isolation of cocaine and opiates from human hair. Sample 
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disruption as a consequence of sample-dispersant blending allows a faster 
and more efficient attack of the keratin matrix by proteolytic enzymes, which 
considerably shortens the time needed for performing EH processes. The use 
of enzymes for releasing basic drugs such as cocaine and opiates is 
advantageous because of the inherent mild operating conditions required by 
enzymes, which guarantees targets integrity. The sample pre-treatment time 
typically reported for conventional EH (within the 12-24 h range) can be 
shortened to approximately 30 min by MSPD assistance, time during which 
the sample is dispersed/blended with the dispersing agent, the MSPD 
syringes are filled, and the EH is performed by eluting with the dissolved 
enzyme under vacuum pressure. It must also be pointed out that the buffer 
solution in which the enzyme is dissolved accounts for 25-44% of target 
extraction yields; however, the presence of Pronase E is needed for 
quantitative extractions. The novel application of MSPD-EH on column clean-
up/pre-concentration SPE for isolating basic drugs from human hair has 
offered good repeatability and accuracy, and can be used for confirmation 
analysis. 
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                                                        Drug concentrations / µg g-1 
Run V / 
mLa 
[P-E] / mg 
mL-1a D-Sa Cocaine BZE Codeine Morphine 6-MAM 
1 4.5 0.318 35 0.46 2.4 0.020 0.18 0.63 
2 6.0 1.0 50 0.45 1.6 0.078 0.10 0.65 
3 4.5 2.0 9.77 0.40 1.7 0.039 0.12 0.63 
4 4.5 2.0 35 0.46 1.6 0.039 0.11 0.54 
5 6.0 3.0 50 0.36 1.7 0.038 0.13 0.69 
6 6.0 1.0 20 0.44 1.6 0.065 0.094 0.64 
7 4.5 3.68 35 0.43 1.6 0.056 0.11 0.61 
8 3.0 3.0 50 0.44 1.8 0.017 0.14 0.49 
9 4.5 2.0 35 0.36 1.2 0.032 0.11 0.58 
10 4.5 2.0 60.2 0.37 1.7 0.040 0.13 0.64 
11 1.98 2.0 35 0.46 1.4 0.059 0.13 0.59 
12 3.0 3.0 20 0.39 1.2 0.014 0.13 0.46 
13 3.0 1.0 50 0.46 2.0 0.064 0.12 0.71 
14 6.0 3.0 20 0.37 1.4 0.030 0.12 0.63 
15 3.0 1.0 20 0.47 1.8 0.052 0.11 0.65 
16 7.02 2.0 35 0.47 1.6 0.096 0.10 0.63 
17 4.5 0.318 35 0.41 1.9 0.018 0.15 0.56 
18 6.0 1.0 50 0.42 1.7 0.062 0.098 0.62 
19 4.5 2.0 9.77 0.47 1.7 0.038 0.19 0.63 
20 4.5 2.0 35 0.49 2.0 0.052 0.10 0.56 
21 6.0 3.0 50 0.37 1.3 0.028 0.12 0.67 
22 6.0 1.0 20 0.46 1.9 0.064 0.094 0.64 
23 4.5 3.68 35 0.43 1.6 0.052 0.11 0.64 
Table 7.S1. 23 + star orthogonal central composite design 
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                                                        Drug concentrations / µg g-1 
Run V / 
mLa 
[P-E] / mg 
mL-1a D-Sa Cocaine BZE Codeine Morphine 6-MAM 
24 3.0 3.0 50 0.40 1.2 0.016 0.13 0.47 
25 4.5 2.0 35 0.38 1.3 0.030 0.11 0.55 
26 4.5 2.0 60.2 0.39 1.9 0.042 0.12 0.66 
27 1.98 2.0 35 0.49 1.5 0.047 0.095 0.53 
28 3.0 3.0 20 0.38 1.4 0.013 0.12 0.44 
29 3.0 1.0 50 0.50 2.2 0.060 0.10 0.63 
30 6.0 3.0 20 0.37 1.7 0.029 0.12 0.65 
31 3.0 1.0 20 0.47 1.7 0.079 0.097 0.65 
32 7.02 2.0 35 0.48 1.4 0.092 0.10 0.58 
(a) V, elution volume; [P-E], Pronase E concentration; D-S, alumina mass/sample 
mass ratio 
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BSTRACT: A fast and highly sensitive electrospray ionization 
tandem mass spectrometry (ESI-MS/MS) method has been 
developed for the simultaneous determination of morphine, 6-
methylacetylmorphine (6-MAM), codeine, cocaine and 
benzoylecgonine (BZE) in hair from drug abusers. Pulverized hair samples 
were subjected to an optimized matrix solid phase dispersion (MSPD) 
procedure with alumina, followed by diluted hydrochloric acid elution on 
column solid-phase extraction (SPE) clean-up/pre-concentration. 
Alternatively, samples were also subjected to an optimized ultrasound 
assisted enzymatic hydrolysis (USEH) with Pronase E, followed by an off-line 
SPE clean up/pre-concentration procedure. Positive electrospray ionization 
and multiple reaction monitoring (MRM) with one precursor ion/product ion 
transition were used for the identification and quantification (deuterated 
analogues of each target as internal standards) of each analyte. The 
chromatographic pump and the autosampler were used for injecting the 
standards and the hair extracts (20 µL) as a flow injection analysis mode. The 
highest sensitivity was achieved when delivering the targets with an 
acetonitrile/water/formic acid (80/19.875/0.125) mixture. The limits of 
detection of the method were 39.2, 4.4, 6.8, 7.0 and 7.4 ng g-1 for morphine, 
6-MAM, codeine, cocaine and BZE, respectively. Relative standard deviations 
of intra- and inter-day precision were lower than 9 and 12 %, respectively; 
whereas, analytical recoveries ranged from 96 ± 5 to 106 ± 4 %. The 

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developed method (MSPD-ESI-MS/MS) was applied to different hair samples 
from polydrug abusers, and results were statistically compared to those 
obtained after a conventional gas chromatography – mass spectrometry (GC-
MS) analysis and also after ultrasound assisted enzymatic hydrolysis (USEH) 
and ESI-MS/MS or GC-MS determinations. 
Keywords: Mass spectrometry, drugs of abuse, human hair, matrix solid 
phase dispersion, ultrasound assisted enzymatic hydrolysis 
8. Introduction 
Hair analysis provides the possibility of a retrospective investigation of 
chronic consumption of drugs of abuse because of the substantially longer 
detection window (months to years) when comparing to other clinical 
specimens such as blood and urine. Therefore, hair analysis is the method of 
choice for clinical and forensic studies when assessing repeated exposure to 
a drug [1], and several standardized official guidelines for hair testing are 
available [2]. Moreover, other peculiar characteristics of hair, such as stability, 
durability and often higher target contents when comparing to blood and urine, 
make hair an ideal sample for clinical and forensic purposes. Hair consists of 
a complex structure in which xenobiotics incorporation is affected by the 
melanin content of the hair and by the lipophilicity/basicity nature of the drug 
[3]. Therefore, different strategies have been focused on isolating certain drug 
types from the hair matrix, procedures which involve very different conditions, 
mainly extreme pHs, for the extraction of each group of drugs [4,5]. 
Concerning analytical determination, gas chromatography (GC) and high 
performance liquid chromatography (HPLC) are commonly used as analytical 
techniques for the separation of drugs of abuse and their main metabolites. 
Mass spectrometry (MS) and tandem mass spectrometry (MS/MS) for either 
GC or HPLC offers high specificity and sensitivity capabilities as detection 
systems. HPLC has been reported to offer several advantages over GC, such 
as performance without a previous derivatization stage and shorter analysis 
times [6]. However, in general, the time required for a successful resolution of 
the different targets by either GC or HPLC can be long [4]. Long times for GC 
and HPLC separations in addition to tedious sample pre-treatments, including 
8. Electrospray ionization tandem mass spectrometry for the simultaneous 
determination of opiates and cocaine in human hair 


different clean-up stages before either GC-MS or HPLC-MS analysis, make 
the over–all procedure long and can result troublesome when coping with 
large numbers of samples. 
Continuous progress has been focused towards isolating different drugs 
of abuse from the keratinic matrix of hair [4,7], but the determination of the 
isolated targets still implies time-consuming programs for the 
separation/resolution of the different compounds by GC and HPLC. Some 
approaches have recently been implemented to obtain fast chromatographic 
separations. As an example, cocaine and different opiates in urine have been 
assessed by ultra performance liquid chromatography (UPLC) with MS/MS 
detection, allowing targets separation in approximately 5 min [8]. In addition, 
since selected transitions are analyte-specific and different from one another, 
MS/MS detection can be specific and a complete chromatographic separation 
is not needed. This is the case of the application by Liao et al. when 
determining codeine and morphine in plasma by HPLC-ESI-MS/MS, for which 
both analytes are not resolved but targets can be specifically determined [9]. 
The possibility of direct analysis by MS/MS has also been explored for 
non-steroidal anti-inflammatory drugs (NSAIDs) [10], and verapamil and its 
metabolite norverapamil [11] in human serum. On other occasions, desorption 
electrospray ionization – tandem mass spectrometry (DESI-MS/MS) has been 
used to directly determine amphetamines, opiates, cannabinoids and 
benzodiazepines in urine samples [12] In this case, the entire DESI analysis 
including the tandem mass spectrometry experiments could easily be 
performed on each sample in less than 30 seconds. Similarly, surface 
assisted laser desorption/ionization time-of-flight mass spectrometry (SALDI-
TOF-MS) has been applied to the direct MS analysis of latent fingerprints for 
detection of codeine and diacetylmorphine (heroin) and their metabolites as 
contact residues [13]. 
Although few applications of direct analysis by MS/MS have been 
developed for drugs, this appealing approach has commonly been used in 
newborn screening programs to quantify the level of amino acids and 
acylcarnitines in dried blood spots for detection of metabolites associated with 
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treatable diseases [14]. On other occasions, developments have been 
performed to assess lysosomal enzymes [15], adrenal steroids [16,17], or 
cholesterol and dehydrocholesterol [18]. Other applications in the clinical field 
include urine analysis for N-acetyl(-L-)cysteine derivatives [19], creatinine 
[20,21], and other main urinary components (urea, pyruvic acid, oxalic acid, 
alloxane, and menadione) [20], human tissues for cholesterol and cholesteryl 
ester [22]; and serum for lysophosphatidylcholine (LPC) [23], succinylcholine 
[24], and other several plasma components [25]. 
The objective of the current work has been the development and application 
of an ESI-MS/MS method for screening opiates and cocaine in hair samples. 
Cocaine and its main metabolite BZE, as well as metabolites derived from 
heroin (diamorphine), such as 6-MAM, morphine, and codeine, have been 
isolated from the keratinic matrix by applying an accelerated USEH procedure 
with Pronase E [26] and an MSPD on column SPE clean-up procedure [27]. 
Dried residues obtained after either target isolation method are then diluted 
with the delivery solution (acetonitrile/water/formic acid (80/19.875/0.125) 
mixture) and are directly injected in the ESI-MS/MS system working in positive 
ion mode. Identification and quantification are achieved by monitoring 
selected precursor ion/product ion transitions for each analyte, yielding 
analysis times for each sample of approximately 90 seconds. This acquisition 
time is short when comparing to those reported for conventional HPLC and 
GC procedures (within the 15-20 minutes range, the latter require, in addition, 
a derivatization stage before analysis. Therefore, several samples can be 
screened per time unit. 
8.1 Experimental section 
 
8.1.1 Apparatus 
ESI-MS/MS analyses were performed with an API 2000 LC/MS/MS 
system, equipped with a Perkin Elmer Series 200 chromatographic pump and 
a Perkin Elmer Series 200 autosampler (PE Sciex, Concord, Canada). GC–
MS analysis was performed with a Hewlett Packard Model 6890 gas 
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chromatograph (Hewlett-Packard, Avondale, PA, USA), equipped with a HP-5 
capillary column (30 m 0.22 mm I.D., 0.33 µm film thickness of cross-linked 5 
% phenyl methyl siloxane) and a HP 5973 mass spectrometer. A Raypa UCI–
150 ultrasonic cleaner bath (ultrasounds frequencies of 17 and 35 kHz and 
programmable for temperature and time) from R. Espinar S.L. (Barcelona, 
Spain) was used for assisting enzymatic hydrolysis. A Nahita glass mortar (50 
mL capacity) with a glass pestle (Auxilab S.L., Beriáin, Navarra, Spain), 65 
mm powder funnels from Barloworld Scientific (Stone, Staffs, UK), 10 mL 
Injekt plastic syringes (Braun, Melsungen, Germany), 10 mL polyethylene frits 
(Supelco, Bellefonte, PA, USA), and a Visiprep TM DL vacuum manifold from 
Supelco (Bellefonte, PA, USA) were used for the MSPD procedure. Other 
laboratory devices were: a vibrating ball mill equipped with 15 mL zircon oxide 
cups and 7 mm diameter zircon balls (Retsch, Haan, Germany), an 
ultracentrifuge Laborzentrifugen model 2K15 (Sigma, Osterode, Germany), an 
Orion 720A plus pH–meter with a glass–calomel electrode (Orion, Cambridge, 
UK), Univeba and Digiterm 3000542 thermostatic baths (Selecta, Barcelona, 
Spain), a Reax 2000 mechanical stirrer (Heidolph, Kelheim, Germany), a VLM 
EC1 metal block thermostat and N2 sample concentrator from VLM 
(Leopoldshöhe-Greste, Germany), and Oasis HLB syringes (3 cc, 60 mg) and 
Oasis HLB cartridges (225 mg) from Waters (Milford, MA, USA).  
8.1.2 Reagents 
Ultrapure water 18 MΩ cm of resistivity was obtained from a Milli–Q 
purification device (Millipore Co., Bedford, MA, USA). Drug stock standard 
solutions were prepared from cocaine (1000 mg L-1 dissolved in acetonitrile), 
BZE (1000 mg L-1 dissolved in methanol), codeine (1000 mg L-1 dissolved in 
methanol), morphine (1000 mg L-1 dissolved in methanol) and 6–MAM (1000 
mg L-1 dissolved in acetonitrile) from Lipomed (Arlesheim, Switzerland). 
Deuterated drug stock standard solutions were prepared from cocaine-d3 in 
acetonitrile (100 mg L-1), BZE-d3 in methanol (100 mg L-1), codeine-d3 in 
methanol (100 mg L-1), morphine-d3 in methanol (100 mg L-1), and 6–MAM-d3 
in acetonitrile (100 mg L-1) from Cerillant (Round Rock, TX, USA). Pronase E, 
acetonitrile (gradient grade), methanol (gradient grade), 1,4–dithiothreitol 
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(DTT), sodium hydroxide, potassium chloride, boric acid, acetic acid, 
chlorotrimethylsilane (TMCS) and N-methyl-tert-butylsilyltrifluoroacetamide 
(BSTFA) were from Merck (Poole, U.K.). Hydrochloric acid 37 % (m/m) was 
from Panreac (Barcelona, Spain). Ammonium hydroxide and acetonitrile 
(supragradient HPLC grade) were from Scharlau (Barcelona, Spain). TRIS–
hydroxymethyl–aminomethane (TRIS) was from Sigma–Aldrich (Stemheim, 
Switzerland). Alumina, aluminium oxide 90 active neutral (alumina N), 70-230 
mesh (used as a dispersing agent), methanol (gradient grade for liquid 
chromatography), and formic acid (98 – 100 %) were from Merck. 
8.1.3 Hair sample pre-treatment. 
Hair samples from polydrug abusers were obtained from an addiction 
research centre in Santiago de Compostela. Hair samples (approximately 2 – 
3 cm long and 0.5 g in weight) were cut with round-point scissors from the 
vertex posterior region of the scalp. Drug-free scalp hair from laboratory staff 
volunteers was used for method validation. Hair care products as well as 
sweat, sebum, dust, and any drug potentially introduced through passive 
contamination [4] were removed from hair by a washing procedure using a 
diluted soap solution (physiological pH) and mechanical stirring for 30 min at 
room temperature, and finally, mechanical stirring with water several times 
(the last washing solution was analyzed to test for external contamination of 
hair). The decontaminated hair samples were then oven dried at 40 °C for 30 
minutes, cut into small segments and pulverized in a vibrating zircon ball mill 
for 20 min. (mean particle size around 50 µm measured by laser diffraction). 
Samples were finally kept in either sealed glass or plastic bottles before analysis. 
8.1.4 Matrix solid phase dispersion (MSPD) on column solid 
phase extraction (SPE) clean-up procedure [27] 
Pulverized hair samples (approximately 0.05 g) together with 20 µL of an 
internal standard solution containing 5 µg mL–1 of cocaine-d3 and BZE-d3, and 
50 µg mL–1 of codeine-d3, morphine-d3 and 6-MAM-d3, were blended 
thoroughly with 1.80 g of alumina (dispersing agent) in a glass mortar for 5 
min. using a glass pestle to obtain a homogeneous mixture. The mixture was 
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quantitatively transferred by using a powder funnel to a 10 mL syringe 
containing a polyethylene frit. A second polyethylene frit was placed on top of 
the syringe, and the mixture between the frits was slightly compressed with 
the syringe plunge. A conditioned Oasis HLB cartridge (2 mL methanol, plus 2 
mL ultrapure water, and 1 mL of a 50/50 buffer solution of sodium borate 2 M/ 
boric acid 2.0 M) was then attached to the tip of the MSPD syringe for on-
column analytes retention before MSPD extraction. Elution with 4.0 mL of 0.6 
M hydrochloric acid was forced by using a vacuum manifold. After extraction 
and analytes transfer to the Oasis HLB cartridge, the latter was separated 
from the MSPD syringe, and was rinsed by passing 2 mL of 95/5 
water/methanol and 2 mL of 78/20/2 water/methanol/ammonium hydroxide, 
and then vacuum dried for 20 min. The adsorbed analytes were eluted with 2 
mL of 2 % acetic acid in methanol, evaporated to dryness (stream of N2, 40 
°C), and then re-dissolved with 2.0 mL of acetonitr ile/water/formic acid 
(80/19.875/0.125) for ESI-MS/MS analysis, or derivatized with 40µL of 
BSTFA/TMCS 99/1 at 100 °C for 20 min. (GC-MS analys is). 
8.1.5 Ultrasound assisted Pronase E enzymatic hydrolysis 
[26] 
Pulverized hair samples (approximately 0.05 g) were mixed with 2 mL of 
a solution containing 20 mg of Pronase E and 10 mg of DTT dissolved in 
TRIS/HCl buffer solution (1.4 M, pH 7.3) into centrifuge tubes. The mixture 
was sonicated at 35 kHz and 30 °C for 30 min., and the supernatant 
(enzymatic digest) was obtained by centrifugation at 3000 rpm for 15 min. 
Volumes within the 0.75 – 1.0 mL range from the isolated extract (2 mL) was 
mixed with different 20 µL aliquots of internal standard solutions (5 µg mL–1 of 
cocaine-d3 and BZE-d3, and 50 µg mL–1 of codeine-d3, morphine-d3 and 6-
MAM-d3), the pH adjusted to 9.2 (use of 1 mL of a 2.0 M/2.0 M sodium borate 
/ boric acid buffer solution), and the mixture was passed through conditioned 
Oasis HLB cartridges (rinsing with 2 mL of 95/5 water /methanol and 2 mL of 
78/20/2 water /methanol/ammonium hydroxide, and then vacuum dried for 20 
min.). The adsorbed analytes were eluted with 2 mL of 2 % (v/v) acetic acid in 
methanol, and the eluates were evaporated under a stream of N2 at 40 °C to 
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dryness. The dry extracts were re-dissolved with 2.0 mL of 
acetonitrile/water/formic acid (80/19.875/0.125) for ESI-MS/MS analysis, or 
were derivatized with 40 µL of BSTFA/TMCS 99/1 at 100 °C for 20 min. (GC-
MS analysis). 
8.1.6 Electrospray ionization-tandem mass spectrometry 
measurements 
ESI-MS/MS operated in positive ion mode, using the MS/MS settings for 



















Cocaine 304.2 180.2 100 35.42 376 7.81 25.0 6.17 
Cocaine–d3 307.1 185.2 100 26.00 360 8.00 25.0 6.00 
BZE 290.3 168.0 100 29.66 400 9.46 23.8 5.74 
BZE–d3 293.0 171.1 100 26.00 360 11.0 27.0 6.00 
Codeine 300.0 165.2 100 52.06 368 10.5 52.0 3.98 
Codeine–d3 303.0 165.3 100 31.00 370 11.5 51.0 4.00 
Morphine 286.0 165.2 100 52.44 371 9.17 55.0 4.75 
Morphine–d3 289.0 165.1 100 31.00 370 12.0 49.0 4.00 
6–MAM 328.0 211.1 100 59.67 367 10.0 35.9 6.13 
6–MAM–d3 331.0 165.1 100 31.00 360 11.0 49.0 6.00 
DP = declustering potential; FP = focusing potential; EP = entrance potential; CE = 
collision energy; CXP = collision cell exit potential 
Table 8.1. Selected precursor (Q1 mass) and product (Q3 mass) ions and MS/MS 
parameters for analytes and internal standards. 
 
Samples were loaded in a 20 µL loop via the autosampler, and were 
delivered to the electrospray source with a chromatographic pump using 
8. Electrospray ionization tandem mass spectrometry for the simultaneous 
determination of opiates and cocaine in human hair 


acetonitrile/water/formic acid (80/19.875/0.125) as a solvent at a flow rate of 
60 µL min-1. The ion spray voltage was set at 5000 kV, whereas ion source 
temperature was maintained at 400 °C. Nitrogen was used as the nebulizer 
gas (20 psi), auxiliary gas (60 psi), and curtain gas (40 psi). When assessing 
analytical performances (calibration curves, intraday precision, inter-day 
precision and analytical recovery), aliquots of 0.050 g of a drug–free hair were 
mixed with 20 µL of an internal standard solution containing 5 µg mL–1 of 
cocaine-d3 and BZE-d3, and 50 µg mL–1 of codeine-d3, morphine-d3 and 6-
MAM-d3, and with different volumes (5, 12.5, 50 and 200 µL) of a solution 
containing 2 µg mL-1 of cocaine and BZE, and 10 µg mL–1 of codeine, 
morphine and 6-MAM. After both MSPD and USEH procedures, re-dissolution 
in 2 mL of acetonitrile/water/formic acid (80/19.875/0.125) leads to a fixed 
concentrations of 50 µg L-1 of deuterated cocaine and BZE, and 500 µg L-1of 
and deuterated codeine, morphine and 6-MAM. Similarly, increasing target 
concentrations were fixed at 10, 25, 100 and 200 µg L-1 for cocaine and BZE, 
and at 50, 100, 500 and 1000 µg L-1 for codeine, morphine and 6-MAM. 
Analytes determination was performed using multiple reaction monitoring 
(MRM) with the m/z (precursor ion) → m/z (product ion) transitions listed in 
Table 8.1 for each drug. Analytical responses for each target was obtained by 
dividing the height of the MRM signal (target) by the height of the MRM signal 
(deuterated analogue). Target concentrations (up to 200 µg L-1 for cocaine 
and BZE, and up to 1000 µg L-1 for codeine, morphine and 6-MAM) were also 
divided by the internal standard concentration (50 µg L-1 for deuterated 
cocaine and deuterated BZE, or 500 µg L-1 for deuterated codeine, deuterated 
morphine and deuterated 6-MAM), and the MRM ratios and target 
concentration/deuterated concentration ratios were then adjusted by linear 
regression. 
8.1.7 Gas chromatography – mass spectrometry 
measurements 
GC-MS measurements were performed using splitless injection mode (2 
min), 2 µL of injection volume (heated injection port at 240 °C), and ion source 
set at 300 °C. The mass spectrometer uses electron impact ionization 
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operating at 70 eV. The GC program starts at 90 °C for 1 min., followed by a 
temperature rate of 30 °C min -1 to reach 190 °C and remaining at this 
temperature for 1 min. The temperature is then increased to 260 °C 
(temperature rate of 8 °C min -1) and set for 5 min. Finally, oven temperature 
was increased to 290 °C and maintained for 5 min to  clean the column. 
Compounds were identified by using the retention time and the relative 
abundance of three confirming ions with respect to the target (Table 8.2). 
Quantitative data were obtained by selected ion monitoring (SIM) for each 
compound and using the internal standard method. Aliquots of 0.050 g of a 
drug–free hair were mixed with 25 µL of an internal standard solution 
containing 10 µg mL–1 of each deuterated analogue, and with 25 µL of 
different solutions containing 0.8, 3.2 and 32 µg mL-1 of each target. After 
MSPD and USEH procedures, and re-dissolution in 40 µL of BSTFA/TMCS, 
fixed concentrations of 6.25 mg L–1 of cocaine-d3, BZE-d3, codeine-d3, 
morphine-d3 and 6-MAM-d3, and target concentrations of 0.5, 2.0 and 20 mg 
mL-1 were obtained. Validation data of the reference GC-MS method after 
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Table 8.2. Retention times and qualifier and quantifier ions m/z for analytes and 
deuterated derivates for GC-MS. 
8.2 Results and discussion 
8.2.1 Method development 
Under positive operation mode of the ESI source, cocaine, BZE, codeine, 
morphine and 6-MAM were found to form protonated molecules [M+H]+ at 
mass to charge ratios (m/z) of 304.2, 290.3, 300.0, 286.0, and 328.0, 
respectively, m/z which were used as precursor ions. Product ion mass 
spectra of these [M+H]+ (precursor) ions after the second fragmentation are 
shown in Figure 8.1. As it can be seen, the most abundant fragment ions are 
at m/z of 182.2, 168.0, 165.2, and 165.2, for cocaine, BZE, codeine, and 
morphine, respectively. For 6-MAM, the m/z at 165.2 was the most abundant 
fragment ion. However, measurements based on the 328.0 → 165.2 transition 
led to bad sensitivity and precision. This result agrees to that reported by 
Huang et al. [28], and as proposed by these authors, the product ion at a m/z 
of 211.1 was finally selected for 6-MAM. Therefore, precursor ion/product ion 
transitions for each drug are summarized in Table 8.1. Similarly, 
fragmentation studies were performed for the deuterated standards, and the 
Compound Retention time /min Ion m/z 
Cocaine 12.5 *182, 198, 303 
Cocaine-d3 12.5 *185, 201, 306 
**BEG 13.2 *240, 82, 361 
**BEG–d3 13.2 *243, 85, 364 
**Codeine 15.1 *178, 371, 234 
**Codeine–d3 15.1 *181, 374, 237 
**Morphine 15.7 *429, 236, 414 
**Morphine–d3 15.7 *432, 239, 417 
**6–MAM 16.6 *399, 287, 340 
**6–MAM–d3 16.6 *402, 290, 343 
*Quantifier ion; **Analyte-TMS derivates 
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transitions of m/z (precursor ion) → m/z (product ion) are also listed in Table 
1. By monitoring transitions for each analyte and deuterated standard, 
different operating parameters of the ESI source were optimized to obtain the 
maximum sensitivity. An acetonitrile/water/formic acid (70/29.95/0.05) mixture 
was used for delivering targets and deuterated standards (100 µg L-1) towards 
the ESI source. The temperature source showed to be the most critical 
parameter, mainly for cocaine and BZE. Because of the low volatility of 
targets, ionization diminishes when working at low temperatures. Therefore, 
temperature was finally set at 400 °C. Other operat ing parameters were set at 
the optimum values listed in Section 8.1.6 and in Table 8.1. 
   
   
(b) 
(a) 
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Figure 8.1. Full-scan production spectra of the protonated molecules of (a) 
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Methanol/water (95/4.95), proposed by Huang et al as a mobile phase for 
cocaine and opiates determination in hair by HPLC-ESI-MS/MS [28], and 
acetonitrile/water (70/29.95), both modified with 0.05 % (v/v) formic acid, were 
tested as delivering solutions. Preliminary results have shown a better 
ionization of all targets (higher sensitivity) when using acetonitrile/water 
instead of methanol/water mixtures. Therefore, different acetonitrile/water 
compositions (70/29.95, 80/19.95 and 90/9.95) modified with fixed amount of 
formic acid (0.05 % (v/v)) were studied. Results for three independent 
measurements are given in Figures 8.2(A) and (B), which show that an 
acetonitrile/water/formic acid composition at 80/19.95/0.05 provides the best 
ionization conditions (highest counts for each analyte and hence the highest 
sensitivity) for all compounds. 
 
Figure 8.2. Mass to charge ratio counts for selected precursor ion/product ion 
transitions (n = 3) in function of the composition of delivering solution: (A) cocaine and 
BZE; and (B) codeine, morphine and 6-MAM. 
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Further experiments were then performed to study the effect of the formic 
acid proportion in the delivering mixture. Figure 8.3(A) and (B) shows that the 
increase on the amount of formic acid up to 0.125 % (v/v) increases targets 
ionization and a better sensitivity is obtained. Therefore, formic acid was 
finally fixed at 0.125 % (v/v), and the optimized delivering solution was then 
set at 80/19.875/0.125 (acetonitrile/water/formic acid). 
 
Figure 8.3. Mass to charge ratio counts for selected precursor ion/product ion 
transitions (n = 3) in function of the amount of formic acid in the delivering solution: (A) 
cocaine and BZE; and (B) codeine, morphine and 6-MAM. 
 
8.2.2 Analytical performances 
Validation of the MSPD-ESI-MS/MS was performed according with FDA 
guidelines [31]. Linearity of the method was tested by obtaining six different 
calibration curves performed in six different days, by fortifying aliquots of 
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0.050 g of drug–free hair with standard mixtures at increasing concentration 
(10, 25, 100 and 200 µg L-1 for cocaine and BZE, and at 50, 100, 500 and 
1000 µg L-1 for codeine, morphine and 6-MAM, according with section 8.1.6.), 
and with fixed deuterated derivates (internal standards) levels (50 µg L-1 for 
cocaine-d3 and BZE-d3, and at 500 µg L-1 for codeine-d3, morphine-d3 and 6-
MAM-d3). Calibration covers cocaine and BZE drugs concentrations up to 200 
µg L-1 (8.0 µg g-1) and codeine, morphine and 6-MAM concentrations up to 
1000 µg L-1 (40 µg g-1). The spiked samples were then subjected to the 
optimized MSPD on column clean-up described above, and 
acetonitrile/water/formic acid (80/19.875/0.125) extracts (2.0 mL) were then 
measured. The slope, the intercept and the regression coefficient (r2) for each 
target, and the curves were automatically obtained by least-squares linear 
regression using analyte counts to deuterated analogues counts ratio versus 
analyte concentrations. Regression coefficients higher than 0.999 were 
obtained for cocaine and BZE calibrations, whereas regression coefficients 
between 0.996 and > 0.999 were obtained for codeine, morphine and 6-MAM. 
Therefore, good linearity of the method was demonstrated because these 
regression coefficients were not statistically different from 1 [29]. Results for 
the slopes of calibration graphs, expressed as mean ± standard deviation, 
were 0.0050 ± 0.00096, 0.0091 ± 0.0016, 0.0099 ± 0.0015, 0.0014 ± 0.00010, 
and 0.0050 ± 0.0013 for cocaine, BZE, codeine, morphine and 6-MAM, 
respectively. Because of the small variability for the slopes, a good 
repeatability of the calibration curves is also observed.  
The 3σ criterion (σ is the standard deviation of eleven measurements of 
a blank) [30] was used to calculate the limit of detection (LODs), while the 5σ 
criterion was used to calculate the lower limit of quantification (LLOQs) [31]. 
Therefore, a blank solution (an extract from a drug-free hair sample subjected 
to MSPD) was analyzed eleven times; and three times (LOD) or five times 
(LLOQ) the standard deviation (n = 11) of these measurements were divided 
by the mean slope of the calibration graphs. The calculated LODs, expressed 
as ng g-1, were 2.1, 2.2, 1.3, 11.7 and 2.0 ng g–1, for cocaine, BZE, codeine, 
morphine and 6-MAM, respectively; whereas, LLOQs were 3.5, 3.7, 2.2, 19.5 
and 3.3 ng g-1 (cocaine, BZE, codeine, morphine and 6-MAM, respectively). 
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These values are lower than the cut-off values proposed by different scientific 
societies, such as the Society of Hair Testing (SoHT) (≤ 0.2 µg g-1 for opiates, 
≤ 0.5 µg g-1 for cocaine, and ≤ 0.05 µg g-1 for metabolites from cocaine); the 
Gesellschaft für Forensische und Toxikologische Chemie (GTFCh) (≤ 0.2 µg 
g-1 for opiates, ≤ 0.2 µg g-1 for cocaine, and ≤ 0.1 µg g-1 for metabolites from 
cocaine); and the Société Française de Toxicologie Analytique (SFTA) (0.5 µg 
g-1 for opiates and cocaine) [4]. Similarly, the upper limit of quantification 
(ULOQs) [31] were 8.0 µg g–1 for cocaine and BZE, and 40 µg g–1 for 
morphine, codeine and 6-MAM.  
Within-run precision (intra–day precision) was assessed in quintuplicate 
for dried residues (re-dissolution in acetonitrile/water/formic acid 
(80/19.875/0.125)) from a drug-free hair sample spiked with 0.4, 1.0, 4.0 and 
8.0 µg g–1 of cocaine and BZE, and 2.0, 5.0, 20 and 40 µg g–1 of codeine, 
morphine and 6-MAM. Deuterated internal standards at 2.0 µg L-1 (cocaine-d3 
and BZE-d3) and at 20 µg L-1 (codeine-d3, morphine-d3 and 6-MAM-d3) were 
added for all experiments. Table 8.3 lists the relative standard deviation 
(RSD), and we can observe good intra–day precision for the MSPD and ESI-
MS/MS procedure. 
Accuracy has been assessed by calculating the mean relative error and 
the analytical recovery. Mean relative error was calculated taking into account 
the spiked concentration and the found concentration after analysis. Results 
expressed as percentages, also given in Table 8.3, show low intra–day 
relative error. Analytical recovery after spiking drug–free hair sub-samples 
(0.050 g each one) with 0.4, 1.0, 4.0 and 8.0 µg g–1 for cocaine and BZE; and 
2.0, 5.0, 20 and 40 µg g–1 for codeine, morphine and 6-MAM, guarantees that 
targets are not lost throughout the following stages of the analytical 
procedure: clean-up, evaporation to dryness, re-dissolution, and ESI-MS/MS 
measurement. After performing MSPD and ESI-MS/MS measurements and 
applying the following equation: 
 






III. Parte experimental 


where [drug]found is the found analyte (drug) concentration in the spiked hair 
sample, and [drug]added is the spiked analyte (drug) concentration; results for 
five replicates (five MSPD replicates, and two ESI-MS/MS measurements of 
each extract) are listed in Table 8.3. Analytical recoveries between 96 and 
106 % were obtained, which show good analytical recovery of the method for 
all the targets.  
 
Added concentration 
/ ng g–1 
Found concentration / 
ng g–1 




    
0.40 0.42 ± 0.036 7 5.0 105± 9 
1.0 0.96 ± 0.051 4 4.0 96 ± 5 
4.0 4.12 ± 0.16 4 3.0 103 ± 4 
8.0 8.1 ± 0.32 4 1.2 101 ± 4 
BZE 
    
0.40 0.39 ± 0.032 7 0.3 98 ± 8 
1.0 1.06 ± 0.040 4 6.0 106 ± 4 
4.0 4.04 ± 0.16 4 1.0 101 ± 4 
8.0 8.1 ± 0.32 4 1.2 101 ± 2 
Codeine 
    
2.0 1.92 ± 0.117 6 4.0 96 ± 6 
5.0 4.86 ± 0.100 6 2.8 97 ± 2 
20 20.2 ± 0.597 2 1.0 101 ± 3 
40 39.5 ± 0.798 4 1.2 99 ± 2 
Morphine 
    
2.0 2.01 ± 0.101 9 0.4 100 ± 5 
5.0 5.04 ± 0.299 6 0.7 101 ± 6 
20 20.4 ± 0.995 7 2.0 102 ± 5 
40 40.6 ± 2.79 5 1.5 102 ± 7 
6-MAM 
    
2.0 1.99 ± 0.141 7 0.6 99 ± 7 
5.0 5.09 ± 0.301 3 1.9 102 ± 6 
20 20.1 ± 1.01 3 0.5 100 ± 5 
40 40.2 ± 2.79 1 0.6 101 ± 7 
 
Table 8.3. Intraday precision, intraday mean relative error (Er/%), and intraday 
analytical recovery (n=5). 
 
Similarly, MSPD extracts spiked with analyte concentrations and internal 
standards as above were tested in four different days to assess the inter–day 
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precision, inter–day mean relative error, and inter-day analytical recovery. 
Results are listed in Table 8.4, and good values were found for all cases. 
Added concentration 
/ ng g–1 
Found concentration / 
ng g–1 




    
0.4 0.37 ± 0.012 9 6.6 93 ± 3 
1.0 0.95 ± 0.040 9 5.0 95 ± 4 
4.0 4.1 ± 0.16 5 2.8 103 ± 4 
8.0 7.9 ± 0.32 6 1.0 99 ± 4 
BZE 
    
0.4 0.38 ± 0.020 8 4.2 95 ± 5 
1.0 0.96 ± 0.049 5 4.5 96 ± 5 
4.0 4.1 ± 0.16 5 3.1 103 ± 4 
8.0 8.2 ± 0.24 5 2.8 103 ± 3 
Codeine 
    
2.0 2.1 ± 0.14 9 5.0 105 ± 7 
5.0 5.2 ± 0.25 8 4.5 105 ± 5 
20 20.4 ± 0.402 5 2.0 102 ± 2 
40 40.8 ± 0.788 4 2.1 102 ± 2 
Morphine 
    
2.0 2.1 ± 0.12 12 5.7 106 ± 6 
5.0 5.3 ± 0.20 8 5.3 105 ± 4 
20 20.9 ± 0.796 8 4.7 105 ± 4 
40 41.8 ± 1.59 9 4.6 105 ± 4 
6-MAM 
    
2.0 2.1 ± 0.16 8 4.7 105 ± 8 
5.0 4.9 ± 0.30 5 3.0 97 ± 6 
20 20.4 ± 1.04 5 1.9 102 ± 5 
40 40.5 ± 2.00 3 1.3 101 ± 5 
Table 8.4. Inter-day precision, inter-day relative error (Er/%), and inter-day analytical 
recovery (n=4). 
 
Finally, selectivity was assessed by analysing ten different drug-free hair 
samples (blank samples) by the proposed method. No signals were observed 
in the MRMs for the selected precursor ion → product ion transitions. In 
addition, Figure 8.4 shows different full scan product ion spectra from a 
positive drug hair sample under the optimized conditions. Similar spectra than 
those shown in Figure 8.1 (target standards) were obtained. This proves the 
specificity of the developed ESI-MS/MS procedure. 
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Figure 8.4. Full-scan production spectra of the protonated molecules from an extract 
from a positive hair sample. 

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The developed USEH – ESI-MS/MS and MSPD – ESI-MS/MS 
procedures were applied to ten hair samples from polydrug abusers. Each 
sample was subjected in triplicate to each pre-treatment, whereas ESI-MS/MS 
was performed twice. In addition, samples were also analysed by a 
conventional (reference) method which involves GC-MS for 
detection/quantification (in duplicate), and which uses a conventional Pronase 
E enzymatic hydrolysis (in triplicate). Details of this procedure can be found 
elsewhere [32]. Table 8.5 lists the minimum and the maximum concentrations 
for each drug after USEH-ESI-MS/MS, MSPD-ESI-MS/MS, EH-GC-MS. A t-
paired test (95% confidence level) was applied according to the equation 
tcalculated   
dX
   
     
 
where dX  and SDd are the mean and the standard deviation, respectively, of 
the differences of drug concentrations after USEH and ESI-MS/MS or EH and 
GC-MS determinations, or after MSPD and ESI-MS/MS or EH and GC-MS 
measurements. As it can be seen in Table 8.4, calculated t-values for each 
drug are lower than the tabulated t-value of 2.26 (95 % confidence level, nine 
degrees of freedom), which confirms that results obtained by ESI-MS/MS and 
the conventional EH – GC-MS are statistically similar after either USEH or 








Concentrations of drug (µg g–1) 
 Cocaine BZE Codeine Morphine 6–MAM 
USEH-ESI-MS/MS 1.06–27.7 4.96–51.2 0.65–1.28 0.69–4.71 2.63–21.9 
EH-GC-MS 1.16–28.4 5.18–51.6 0.67–1.33 0.71–4.74 2.76–22.2 
tcalculateda –1.68 –2.12 –2.19 –1.89 –2.23 
MSPD-ESI-MS/MS 0.97–26.4 4.93–51.4 0.68–1.29 0.76–4.50 2.11–22.6 
EH-GC-MS 1.16–28.4 5.18–51.6 0.67–1.33 0.71–4.743 2.76–22.2 
tcalculateda –1.17 –1.29 –1.21 –1.08 –1.40 
Table 8.5. Minimum and maximum concentrations of cocaine, BZE, codeine, morphine 
and 6–MAM in ten human hair samples from poli-drug abusers after USEH-ESI-
MS/MS, MSPD-ESI-MS/MS, and EH-GC-MS; and tcalculated after t–paired test (95 % 
confidence level, N-1 = 10-1 = 9 degrees of freedom). 
 
8.3 Conclusions 
The feasibility of ESI-MS/MS for the screening of cocaine, BZE, codeine, 
morphine and 6-MAM in hair from polydrug abusers has been demonstrated. 
Cocaine and opiates are easily ionized by the ESI source operating at positive 
mode, and the developed ESI-MS/MS method therefore offers a high 
sensitivity for the studied compounds, especially for cocaine and its 
metabolite BZE. In addition to the achieved high sensitivity, both USEH-ESI-
MS/MS and MSPD-ESI-MS/MS methods are precise and accurate, and 
concentrations found in hair samples are statistically similar to those obtained 
after GC-MS analysis. The simultaneous detection and quantification of these 
five drugs can be successfully performed in 90 seconds, a very short time 
compared to those typically needed when using a chromatographic separation 
of the targets by GC or HPLC. This fact together with the fast sample 
treatments implemented (30 min when using USEH and 20 min for the use of 
MSPD) allows the analysis of hair specimens for these drugs of abuse in short 
times (around 35 minutes when using USEH, and 25 min when using MSPD). 
Therefore, the response time of the forensic laboratory greatly diminishes, 
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whereas the number of samples analyzed per time unit increases. The 
developed method is therefore an appealing methodology for routine analysis. 
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bstract: A fast high performance liquid chromatography with 
tandem mass spectrometry (HPLC-MS/MS) method for assessing 
∆
9
-tetrahydrocannabinol (∆9-THC), cannabidiol (CBD) and 
cannabinol (CBN) in hair has been developed and validated. Hair 
samples were oven digested with 2.0 M sodium hydroxide (100 °C,  10 min), 
and targets were further extracted by liquid–liquid extraction with hexane/ethyl 
acetate (9:1). A chromatographic run based on a gradient elution (0.1 % (v/v) 
formic acid in acetonitrile and in ultrapure water) was performed in 5 min. The 
limits of detection were 0.25, 0.21, and 0.22 ng g–1, for ∆9-THC, CBN and 
CBD, respectively. The relative standard deviation of intra- and inter-day 
precision was lower than 4 and 7 %, respectively, and intra- and inter-day 
analytical recoveries ranged from 95 and 106 %, and 93 and 105 %, 
respectively. The method was applied to hair samples collected from proven 
cannabis abusers. 
Keywords: ∆9-THC, cannabinol, cannabidiol, hair, liquid chromatography-
tandem mass spectrometry 
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Recent data from the United Nations Office on Drugs and Crime 
(UNODC) state that cannabis remains as the most widely used illicit 
substance [1]. Cannabis use has increased globally. The consumption in 
Western and Central Europe is 7.6 % higher than the global average [1]. 
Nevertheless, cannabis use is considered to have stabilized in some 
European countries. In Spain [1] it has been stable since 2003 [2]. ∆9-
tetrahydrocannabinol (∆9-THC) formed from several ∆9-tetrahydrocannabinol 
acids present in Cannabis sativa L is mainly responsible for the psychotropic 
effect of this drug. Once cannabis is used, different metabolic pathways 
generate several metabolites, such as 11-nor-9-carboxy-∆9-
tetrahydrocannabinol (∆9-THC-COOH) [3]. 
Cannabinoid metabolites for providing cannabis abuse vary in function of 
the clinical sample used for analysis. In addition to ∆9-THC-COOH, the 
metabolite 11-hydroxy-∆9-tetrahydrocannabinol (∆9-THC-OH) is also typically 
found in blood, and the detection of both targets is used for showing cannabis 
consumption [3]. The presence of ∆9-THC in blood can also be used for this 
purpose [3]. The detection window for this compound is narrow (up till 10–12 
h after cannabis consumption), although it depends on dose and 
chronic/occasional use, and it can largely exceed this period of time [3]. 
Carboxylated and hydroxylated THC metabolites can also be detected in urine 
up to 12 days or more after use of the drug [4]; whereas, concentrations of 
both targets in hair specimens are very low [5]. The literature shows that ∆9-
THC, as well as other cannabinoids such as cannabidiol (CBD) and 
cannabinol (CBN), is found in hair at moderate levels [5]. CBD and CBN, 
instead of ∆9-THC, are commonly used when performing hair analysis for 
cannabis abuse. This is because the presence of ∆9-THC in the hair extracts, 
as well as higher ∆9-THC levels, can be a consequence of decarboxylation of 
the base-labile ∆9-tetrahydrocannabinolic acid A (∆9-THCA-A) when 
performing conventional hair sample pre-treatments such as alkaline 
hydrolysis [6]. ∆9-THCA-A is a cannabinoid present in the cannabis material 
and can be found in the hair of cannabis consumers by external 
contamination [7]. The assessment of cannabis abuse by assessing ∆9-THC, 
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CBN as well as CBD in hair, must guarantee a successful removal of all 
externally adsorbed cannabinoids from the hair, fact demonstrated after in 
vitro studies for ∆9-THC and CBN  because of passive exposure to marijuana 
smoke can result in external adsorption of cannabinoids to hair follicles [8]. 
Hair analysis for illicit substances assessment is a well established 
methodology which offers several practical advantages such as the possibility 
of establishing chronic exposure due to the longer detection window after drug 
exposure compared to other samples such as saliva, urine and blood [9,10]. 
As previously stated, the assessment of cannabis consumption through the 
determination of carboxylated and hydroxylated THC metabolites in hair is 
difficult because of the low concentration of these targets. However, some 
approaches for assessing ∆9-THC-COOH in hair can be found in recent 
literature. Marsili et al. [11] first proposed the use of gas chromatography - 
tandem mass spectrometry (GC-MS/MS) operating under negative chemical 
ionization with methane as the reagent gas for determining ∆9-THC-COOH in 
hair. The reported limit of detection (LOD) of 50 pg mg-1 [11] was further 
improved by other authors up to 0.1 [12] and 0.015 pg mg-1 [13]; whereas, ∆9-
THC-COOH levels found in hair were within the 0.10 – 2.6 pg mg-1 [12] and 
0.05 – 9.4 pg mg-1 [13] ranges. On other occasions, two-dimensional gas 
chromatography – mass spectrometry (GC-GC-MS) with electron capture 
chemical ionization (ECCI) was also applied, and ∆9-THC-COOH values in 
hair ranged from 0.20 to 1.98 pg mg-1 [14]. Han et al. [15] have proposed a 
GC-MS/MS (negative ion ionization assay, NCI) method for assessing ∆9-
THC and ∆9-THC-COOH in hair samples. The method allows the 
determination of both targets without requiring different sample preparation 
and derivatization procedures, and ∆9-THC-COOH concentrations within the 
0.10 - 11.68 pg mg-1 range were reported in hair samples [15]. Liquid 
chromatography tandem mass spectrometry (LC-MS/MS) using triple 
quadrupole and orbitrap mass analyzers has also been proposed to assess 
low ∆9-THC-COOH concentrations in hair specimens [16]. Improved 
sensitivity was obtained by coupling surface-activated chemical ionization 
combined with electrospray ionization (SACI-ESI) with both mass analyzers 
[16]. Dulaurent et al. [17] have recently proposed a LC-MS/MS method by 
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using a quadrupole/quadrupole/ion trap mass spectrometer for assessing ∆9-
THC-COOH as well as ∆9-THC, CBD and CBN in hair. The authors have 
reported a limit of quantification (LOQ) of 0.2 pg mg-1. Isotope dilution LC-
MS/MS, as well as microflow-liquid chromatography–high resolution mass 
spectrometry, has also been used for the sensitive assessment of ∆9-THC-
COOH in oral fluid [18,19]. Similarly, LC-MS/MS has also been used for the 
determination of ∆9-THC-COOH, ∆9-THC and 11-hydroxy- ∆9-
tetrahydrocannabinol (∆9-THC-OH) in human plasma [20]; and for ∆9-THC-
COOH and its glucuronide (∆9-THC-COOH-glu) in urine [21]. 
Nevertheless, most of the developed procedures implying hair analysis 
for assessing cannabis abuse are focused on determining ∆9-THC [22], and 
more commonly ∆9-THC plus CBN and CBD 
[6,17,23,24,25,26,27,28,29,30,31,32,33,34,35]. Most of the developments are 
based on GC-MS measurements [22,23,24,25,26,27,28,29,30,34,35], 
although there is recent literature reported in GC-MS/MS [31,32], and LC-
MS/MS [6,33]. The use of tandem mass spectrometry (MS/MS) as a detector 
for GC and LC was proved to offer better sensitivity. In addition, sensitivity 
improvement in GC-MS methods was also obtained after a previous target 
derivatization stage with N-methyl-N-tert-butyldimethylsilyl-trifluoroacetamide 
(MTBSTFA) [26,28,29], N,O-Bis(trimethylsilyl)trifluoroacetamide (BSTFA) [34], 
and with tert-butyldimethylsilyl chloride (TBDMSiCl) [28]. However, it must be 
pointed out that the use of a derivatization step before GC-MS can lead to 
long sample pre-treatment times. On other occasions, headspace solid-phase 
dynamic extraction (HS-SPDE) [26] and headspace solid-phase 
microextraction (HS-SPME) [30] approaches have also been proposed for 
enhancing GC-MS sensitivity. Microextraction techniques such as HS-SPME 
[31] and hollow fiber-based liquid phase microextraction (HF-LPME) [32] have 
also been proposed for assessing ∆9-THC, CBN and CBD by GC-MS/MS. 
These procedures, although sensitive, are also time consuming and no very 
practical when coping with a large number of samples, such as in the case of 
forensic laboratories. Reported intraday/interday precision and accuracy has 
been found to be lower than 15% when using LC-MS/MS [6,17,33]; whereas, 
values lower than 18% were reported when using GC-MS and also GC-
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MS/MS [22,23,26,27,30,31,32,34,35]. Analytical recovery for those GC-MS 
methods involving the use of SPME and HF-LPME varied between 1.0-8.7 % 
[31] and 4.4-8.9 % [32] Table 9.1 summaries the validation data reported in 
recent literature regarding ∆9-THC, CBN and CBD assessment in human hair. 
Finally, we must mention that the inherent advantage of LC-MS/MS methods 
is that it does not require target derivatization, and it allows a direct extract 
handling. The objective of the current work has been the development of a 
sensitive and fast method for assessing ∆9-THC, CBN and CBD in hair from 
cannabis abusers by LC-MS/MS. The use of a chromatographic column of 
new design (stationary phase of smaller particle sizes than conventional 
columns, and hence of smaller length) has been proposed, which has allowed 
reducing the chromatographic separation times below 15 minutes 
(chromatographic time reported by Roth et al. [6] when using an LC-MS/MS 
assessment). Under optimized operating conditions, adequate separation 
between ∆9-THC and CBN was achieved. These two targets are structurally 
similar and exhibit the same fragmentation pattern (309.3 → 259.3), and must 
be resolved for an accurate determination. In addition, hair alkaline hydrolysis 
has been proposed as a fast and reliable sample pre-treatment handling with 
several samples. Because of the short analysis time (5 minutes) when 
comparing to those previously reported by GC-MS, GC-MS/MS and LC-
MS/MS procedures, and because of the high sensitivity inherent to the use of 
MS/MS as a detector, the developed application is an appealing methodology 
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9.1 Materials and methods 
9.1.1 Apparatus 
High performance liquid chromatography – tandem mass spectrometry 
determinations were performed with an API 4000 LC/MS/MS system 
(ABSciex, Concord, Canada), equipped with an Agilent 1200 binary 
chromatographic pump (Agilent Technologies, Santa Clara, CA, USA), and an 
HTC PAL autosampler (CTC Analytics, Zwingen Switzerland). Separations 
were performed on a Zorbax Eclipse XDB-C8 column (2.1mm × 50mm, 
3.5µm) from Agilent Technologies. Gas chromatography – mass spectrometry 
analysis were performed with a Hewlett Packard Model 6890 gas 
chromatograph (Hewlett-Packard, Avondale, PA, USA), equipped with an HP 
7683 automatic liquid sampler (G2913A injector/injection tower and 2614A 
tray), and a HP 5973 mass spectrometer from Hewlett Packard, and with a 
HP-5 (30 m × 0.22 mm I.D., 0.33 µm film thickness of cross-linked 5 % phenyl 
methyl siloxane) capillary column (Hewlett Packard). Hair samples were 
grinded in a vibrating ball mill with 15 mL zircon oxide cups and 7 mm 
diameter zircon balls (Retsch, Haan, Germany). The particle size distribution 
of the pulverized hair was obtained with a Laser Coulter Series LS200 
(Coulter Electronics, Hialeah, FL, USA). Pulverized hair specimens were 
subjected to sodium hydroxide solubilization in a Selecta 207 oven (Selecta, 
Barcelona, Spain). Other laboratory devices were: a VLM EC1 metal block 
thermostat and N2 sample concentrator from VLM (Leopoldshöhe-Greste, 
Germany); a Reax 2000 mechanical stirrer (Heidolph, Kelheim, Germany); an 
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9.1.2 Reagents and materials 
Drug stock standard solutions were prepared from ∆9-
tetrahydrocannabinol, (1.0 mg mL-1 dissolved in methanol), cannabinol (1.0 
mg mL-1 dissolved in methanol), and cannabidiol (1.0 mg mL-1 dissolved in 
methanol) from Cerilliant (Round Rock, TX, USA). Deuterated ∆9-
tetrahydrocannabinol standard solutions (used as an internal standard) were 
prepared from ∆9-tetrahydrocannabinol-d3 in methanol (0.1 mg mL-1) from 
Cerilliant. Acetonitrile (supragradient HPLC grade), n-hexane (96 %, GC ultra-
trace analysis grade), ethyl acetate (GC ultra-trace analysis grade), and 
dichloromethane (Multisolvent HPLC grade) were from Scharlau (Barcelona, 
Spain). Methanol (HPLC grade) and formic acid (98 – 100 %) were from 
Merck (Poole, U.K.). Sodium hydroxide solutions were prepared from sodium 
hydroxide in pellets (GR for analysis) from Merck. Ultrapure water 18 MΩ cm 
of resistivity from a Milli–Q purification device (Millipore Co., Bedford, MA, 
USA) was used throughout this work. To avoid contamination, all glassware 
and plastic ware was washed with a diluted soap solution, thoroughly rinsed 
with tap water, then three times with ultra-pure water, and finally kept in a 
bleach solution for 24 h. After this treatment, the ware was rinsed several 
times with ultra-pure water before use. 
9.1.3 Hair samples 
Hair samples used in the current study were from people who had 
previously tested positive for cannabinoids in serum samples in a laboratory 
at an addiction research centre in Santiago de Compostela (informed consent 
was obtained from the participants according to the approved protocol by the 
Comité Ético de Investigación Clínica de Galicia). Drug-free (blank) hair 
samples for method validation were obtained from laboratory staff volunteers. 
For all cases, hair samples approximately 2-3 cm long were cut with round-
point scissors from the vertex posterior region of the scalp (approximately 0.5 
g in weight). Hair samples were washed by mechanical stirring (room 
temperature, 30 min) with a solution containing diluted soap solution 
(physiological pH). They were then rinsed several times with ultrapure water, 




also under mechanical stirring. The washing procedure continued by adding 5 
mL of dichloromethane (mechanical mixing for 5 min). HPLC-MS/MS analysis 
of the dichloromethane washing solutions after N2 evaporation and re-
dissolution with themobile phase was then performed, and the washing with 
dichloromethane was repeated until there were no detected ∆9-THC, CBN 
and CBD levels in the organic washing solution. After drying  hair samples 
overnight in an oven at 40 °C, they were cut into s mall pieces (1–2 mm 
length) and pulverized in a vibrating zircon ball mill for 20 min (mean particle 
size around 50 µm measured by laser diffraction). Pulverized hair samples 
were finally kept in either sealed glass or plastic bottles before analysis. 
9.1.4 Hair sample pre-treatment 
An optimized and validated sample preparation method developed in 
our laboratory [27] has been used for hair samples pre-treatment. The method 
consisted of mixing 50 mg of pulverized hair together with 25 µL of a solution 
containing 0.2 µg mL-1 of ∆9-THC-d3 (internal standard) and 0.5 mL of 2.0 M 
sodium hydroxide solution. The mixture was then oven heated at 95-100 °C 
for 10 min. After cooling down, a liquid-liquid extraction with 5 mL of 9/1 
hexane/ethyl acetate was performed by vortexing the mixture for 10 min. The 
organic phase was further isolated by centrifugation (3000 rpm, 10 min), and 
then evaporated to dryness under a nitrogen stream at 40 °C. The same 
procedure was applied when performing analytical performances or when 
using experiments with spiked hair samples, but in these cases, variable 
volumes (up to 100 µL) of a mixture of standards (0.1 µg mL–1 of ∆9-THC and 
CBN, and 0.2 µg mL–1 of CBD) were added together with the internal standard 
before sample solubilization. The dried extracts were reconstituted in 100 µL 
of mobile phase (0.1 % (v/v) formic acid in ultrapure water) when performing 
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9.1.5 Liquid chromatography-tandem mass spectrometry 
measurements 
A gradient elution (Table 9.2) involving two different mobile phases, 0.1 
% (v/v) formic acid in acetonitrile (mobile phase A) and 0.1 % (v/v) formic acid 
in ultrapure water (mobile phase B), was used for the chromatographic 
separation of targets. The flow rate was set at 0.4 mL min-1, increased to 0.5 
mL min-1 within 2 min, maintained at 0.5 mL min-1 for 2 min, and finally 
decreased at 0.4 mL min-1 within 1 min (Table 9.2). The elution program 
started by pumping mobile phase A (5 %) and mobile phase B (95 %) within 
the first 2 min, and the mobile phase A is increased up 100 % and maintained 
for 2 min. Finally, mobile phase A decreased at 5 % (mobile phase B 
increased at 95 %) for the last minute. Overall run time is therefore 5 min 
(Table 9.2). Separation was performed at a controlled temperature of 40 °C. 
Samples (20 µL) were loaded via the autosampler (refrigerated at 4 °C) and 
data acquisition was performed in multi reaction monitoring mode (MRM). 
Transitions (m/z (precursor ion) → m/z (product ion)) using positive 
electrospray ionization (ESI) are listed in Table 9.2. Optimized ion source 


































-THCb 315.3 259.3 25 106 6 10 29 6 
∆
9
-THCd3b 318.3 262.3 25 81 6 10 29 6 
CBDb 315.3 259.3 25 71 2 10 27 6 
CBNb 311.2 223.2 25 86 2 10 31 16 
(a) DP = declustering potential; FP = focusing potential; EP = entrance potential; CE = collision 
energy; CXP = collision cell exit potential 
(b) Electrospray operating conditions are: ion spray voltage, 5000 kV; ion source temperature, 700°C; 
nebulizer gas (N2, 25 psi); curtain gas (N2, 25 psi); collision gas (N2, 4 psi) 
LC 
 Zorbax Eclipse XDB-C8 column (2.1mm × 50mm, 3.5µm) 
Injection volume / µL 20 
Column temperature /°C 40 
Mobile phase composition Gradient: 0.1% (v/v) formic acid in acetonitrile (A); 0.1% (v/v) formic 
acid in water (B) 
Mobile phase composition 
gradient 
0.0–2.0 min: 5% A, 95% B 
2.0–4.0 min: 5 → 100% A, 95 → 0% B 
4.0–5.0 min: 100 → 5% A, 0 → 95% B 
Mobile phase flow gradient 0.4 mL min-1, 0.0-2.0 min 
0.5 mL min-1, 2.0-4.0 min 
0.4 mL min-1, 4.0-5.0 min 
Table 9.2. Instrumental parameters for LC-MS/MS 
 
Calibration curves were prepared in duplicate by spiking 50 mg of drug-
free (blank) hair samples with 0, 10, 25, 50 and 100 µL of a solution 
containing 0.1 µg mL–1 of ∆9-THC and CBN, and 0.2 µg mL–1 of CBD, plus 25 
µL of 0.2 µg mL-1 THC-d3 used as an internal standard. This gave ∆9-THC and 
CBN concentrations within the 0 – 100 µg L-1 range, and CBD concentrations 
between 0 and 200 µg L-1 (concentrations referred to 100 µL of reconstituted 
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extract after the sample pre-treatment described in section 2.4). Similarly, the 
concentration of ∆9-THC-d3 (internal standard) was 50 µg L-1 
9.1.6 Gas chromatography – mass spectrometry 
measurements 
GC-MS analysis was performed by injecting 2 µL extract aliquots in the 
splitless mode and using an injection temperature of 240 °C and a purging 
time of 0.7 min. Helium, at a flow rate of 1.9 ml min-1, was used as a carrier 
gas. The GC program [27] consisted of an initial temperature of 90 °C for 1 
min followed by a 30 °C min -1 ramp to 200 °C (temperature held for 2 min), 
and a 5 °C min -1 ramp to 240 °C (held for 3 min). Finally, the oven  
temperature was increased to 290 °C and held for 3 min for column cleaning 
purposes. The mass spectrometer was operated at a constant temperature of 
315 °C throughout, and targets were ionized in the electron impact (EI) mode 
using energy of 70 eV. The m/z range span was from 50 to 550, while the 
scan rate was 1.5 scan s-1 and the stop time for each mass was set at 100 
ms. Data acquisition was performed in selected ion monitoring (SIM) mode for 
each target, which were identified by using the retention time and the relative 
abundance of three confirming ions (Table 9.3). 
 






CBD 14.1 231 246 
THC 14.8 299 314a, 271 
THC–d3 14.8 302 317a, 274 
CBN 15.3 295 310a, 238 
(a) Molecular ion 
Table 9.3. Retention times and qualifier and quantifier ions m/z for analytes and 
deuterated derivate for GC-MS. 




Calibrations were performed by spiking in duplicate 50 mg of drug-free 
hair samples with variable volumes (0, 10, 25, 50 and 100 µL) of a target 
solution containing 1 µg mL–1 of ∆9-THC and CBN, and 2 µg mL–1 of CBD. For 
all cases, 25 µL of a solution containing 2 µg mL-1 of ∆9-THC-d3 (internal 
standard) was added. After performing the sample pretreatment (section 
10.1.4), ∆9-THC and CBN concentrations in the methanolic extract (40 µL) 
were 0, 0.25, 0.625, 1.25 and 2.5 µg mL-1; whereas, CBD concentrations were 
0, 0.5, 1.25, 2.5 and 5.0 µg mL-1. The concentration of the internal standard 
(∆9-THC-d3) was therefore fixed at 1.25 µg mL-1. The LODs of the method 
were 0.017, 0.024, and 0.012 ng mg-1 for ∆9-THC, CBN and CBD, 
respectively; whereas, the LOQs were 0.057, 0.080, and 0.040 ng mg-1 for ∆9-
THC, CBN and CBD, respectively. 
9.2 Results and discussion 
9.2.1 Method development 
Protonated molecules [M+H]+ (positive ESI operation mode) at mass to 
charge ratios (m/z) of 311.2 for CBN, and 315.3 for ∆9-THC and CBD were 
used as precursor ions (m/z of 318.2 was found for ∆9-THC-d3). Product ion 
mass spectra of the ∆9-THC and CBD [M+H]+ (precursor) after the second 
fragmentation were similar (m/z of 259.3 was the most abundant product ion); 
whereas, the most abundant product ions for CBN and ∆9-THC-d3 were m/z of 
232.2 and 262.3, respectively. Since the precursor ion/product ion transitions 
for ∆9-THC and CBD (315.3 → 259.3) is the same, further experiments by 
varying parameters affecting the m/z of 315.3 fragmentation were performed 
in order to obtain a different product ion which allows obtaining different 
precursor ion/product ion transitions for both targets. However, the spectra 
fragmentation was the same under the different conditions tested. Therefore, 
an efficient chromatographic separation was needed for distinguishing ∆9-
THC and CBD because the same transition is used for both targets. By 
monitoring transitions for each analyte and deuterated standards (∆9-THC-d3), 
different operating parameters of the ESI source were optimized to obtain the 
maximum sensitivity. Selected precursor ion/product ion transitions as well as 
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MS/MS acquisition parameters for each target are therefore summarized in 
Table 9.2. 
Initial chromatographic conditions implying 0.1 % formic acid in 
acetonitrile and in water, as mobile phases A and B, respectively (Figure 
9.1(a)), at a constant flow rate of 400 µL min-1 and a column oven 
temperature of 50 °C led to a retention time of 2.6 5 min for CBN; whereas, ∆9-
THC and CBD coeluted at a retention time of 2.70 min. Further modifications 
were made for shortening the chromatographic time from 12 to 5 min, and for 
achieving a faster change of the aqueous phase (mobile phase B) by the 
organic phase (mobile phase A) as shown in Figure 9.1(b, c). In addition, the 
flow rate was increased from 400 µL min-1 to 500 µL min-1 after 3.0 and 2.0 
min (gradient in Figure 9.1b and Figure 9.1c, respectively), times at which 
the proportion of organic phase (mobile phase A) was increased. The column 
oven temperature was fixed at 50 °C. As shown in Figure 9.2, a good 
resolution for ∆9-THC and CBD (same transition) was achieved under either 
gradient condition sets, and separation based on the gradient plotted in 


























































































































































Figure 9.1. Liquid chromatography gradient (0.1% formic acid in acetonitrile (A) and in 
water (B)) and flow rate: (a) initial conditions (constant flow rate of 400 µL min-1; 
column oven temperature of 50 °C); ( b) short program with gradient ramp after 1 min. 
(flow rate of 400 µL min-1 from 0.0 to 1.0 min, 400 → 500 µL min-1 gradient from 1.0 to 
2.0 min, 500 µL min-1 from 2.0 to 4.0 min, and 500 → 400 µL min-1 gradient from 4.0 to 
5.0 min; column oven temperature of 50 °C); and ( c) short program with gradient ramp 
after 2 min (flow rate of 400 µL min-1 from 0.0 to 2.0 min, 400 → 500 µL min-1 gradient 
from 2.0 to 3.0 min, 500 µL min-1 from 3.0 to 4.0 min, and 500 → 400 µL min-1 gradient 
from 4.0 to 5.0 min; column oven temperature of 50 °C). 
9. An improved method for the determination of ∆9-tetrahydrocannabinol, cannabinol 












































































































Figure 9.2. Chromatograms (0.1% formic acid in acetonitrile (A) and in water (B), 
column oven temperature of 50 °C) for ∆9-THC, ∆9-THCd3, CBN and CBD standards 
(50 µg L-1) for the short program with gradient ramp after 1 min (a) and the short 
program with gradient ramp after 2 min (b). 
 
The effect of the column oven temperature was studied within the 20–60 
°C range. The retention time for all targets decrea sed when increasing the 
temperature from 20 (3.57, 3.66 and 3.43 min for CBN, ∆9-THC and CBD, 
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respectively) to 30 °C (2.27, 2.86 and 2.66 min, fo r CBN, ∆9-THC and CBD, 
respectively). Retention times remained approximately constant when heating 
at temperatures between 30 and 60 °C. The effect of  column oven 
temperature on the chromatographic peak areas is shown in Figure 9.3(a). 
∆
9
-THC sensitivity appears to be independent of the column oven 
temperature. However, CBD and mainly CBN offer higher responses when 
using an oven column temperature of 40 °C. 
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Figure 9.3. Effect of the column oven temperature (a) and formic acid concentration in 
the mobile phases (b) on the target area to ∆9-THC-d3 area ratio (short program with 
gradient ramp after 2 min shown in Figure 9.1(c), n=3): 50 µg L-1 of ∆9-THC, CBN and 
CBD. 
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Finally, the effect of the formic acid concentration (0.05, 0.1 and 0.2 % 
(v/v)) in both mobile phases was studied. Results for three independent 
injections are given in Figure 9.3(b), which show higher responses, mainly for 
CBD and especially for CBN, when using a concentration of 0.1 % (v/v). The 
effect of formic acid on ∆9-THC sensitivity was, however, less important. 
Therefore, formic acid concentration was fixed at 0.1 % (v/v), and the 
composition of the optimized mobile phases is listed in Table 9.2. 
9.2.2 Analytical performances 
9.2.2.1 Matrix effect and linearity of the method 
To test the existence of the matrix effect the mean slopes of three 
different external calibrations (targets and deuterated analogue dissolved in 
0.1 % (v/v) formic acid in water/acetonitrile 95:5) and three standard addition 
calibrations were compared. External calibrations used ∆9-THC-d3 as an 
internal standard (concentration of 50 µg L-1) and covered ∆9-THC and CBN 
concentrations of 0, 10, 25, 50 and 100 µg L-1, and CBD concentrations of 0, 
25, 50, 100 and 200 µg L-1. Standard addition calibrations were prepared by 
spiking 0.05 g aliquots of a drug-free hair sample with 25 µL of a solution 
containing 0.2 µg mL-1 of ∆9-THC-d3 (internal standard), and with variable 
volumes (0, 10, 25, 50 and 100 µL) of a solution containing 0.1 µg mL-1 of ∆9-
THC and CBN and 0.2 µg mL-1 of CBD. After subjecting the spiked hair 
sample to the alkaline digestion, hexane/ethyl acetate liquid-liquid extraction, 
N2 evaporation and redissolution in 100 µL of mobile phase (section 10.1.4), 
the added ∆9-THC-d3 concentration in the extract was 50 ng mL-1; whereas, 
∆
9
-THC and CBN varied from 0 to 100 ng mL-1, and CBD between 0 and 200 
ng mL-1. Calibration experiments were performed in three different days by 
injecting each standard twice. Mean slopes and standard deviations for both 
external and standard addition calibrations are listed in Table 9.4. 






External calibration (n=3) Standard addition (n=3) 
 
Mean Sd Mean Sd 
CBD 5.6 10-3 1.1 10-4 2.5 10-3 3.2 10-4 
THC 2.6 10-2 1.0 10-3 1.4 10-2 3.2 10-3 
CBN 5.9 10-2 2.3 10-3 3.2 10-2 3.4 10-3 
Table 9.4. Mean slopes and standard deviations for external calibrations and standard 
addition calibrations. 

It can be seen that mean slopes for standard addition calibrations are 
approximately two times lower than those obtained for external calibrations, 
which implies signal suppression as consequence of matrix effect. Therefore, 
the matrix effect derived from the hair components is important and for an 
accurate determination, calibrations must be performed using the standard 
addition technique. 
To test the linearity of the method, six different standard addition curves, 
performed in six different days were obtained by spiking 0.050 g aliquots of a 
drug–free hair (blank) with target standard solutions at increasing 
concentrations: ∆9-THC and CBN from 0 to 100 ng mL-1, and CBD from 0 and 
200 ng mL-1 (concentrations in the re-dissolved extracts after alkaline 
digestion, hexane/ethyl acetate liquid-liquid extraction, and N2 evaporation). 
For all cases, ∆9-THC-d3 at a concentration of 50 ng mL-1 (in the final extract) 
was used as an internal standard, and each target concentration level for 
each standard addition curve was spiked twice. Examples of chromatograms 
obtained for each concentration level are shown in Figure 9.4; whereas, 
typical standard addition calibration curves are plotted in Figure 9.5. 
The slope, the intercept and the coefficient of determination (r2) for each 
target were obtained by least-squares linear regression using analyte counts 
to ∆9-THC-d3 counts ratio versus analyte concentrations. ∆9-THC curves 
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showed regression coefficients between 0.996 and 0.999; whereas, 
regression coefficients higher than 0.999 were obtained for CBD and CBN. In 
addition, the slopes were found to be statistically similar after applying the 
ANOVA test (95 % confidence interval). Slopes, expressed as mean ± 
standard deviation, were 1.6 10-2 ± 3.1 10-3, 3.1 10-2 ± 3.4 10-3, and 2.7 10-3 ± 















































Figure 9.4. Typical chromatograms obtained for the standard addition calibration 
(0.050 g aliquots of a drug–free hair, 50 ng mL-1 of ∆9-THC -d3 as an internal 
standard): (a) blank; (b) 10 ng mL-1 of ∆9-THC and CBN, and 25 ng mL-1 of CBD: (c) 
25 ng mL-1 of ∆9-THC and CBN, and 50 ng mL-1 of CBD; (d) 50 ng mL-1 of ∆9-THC and 
CBN, and 100 ng mL-1 of CBD; (e) 100 ng mL-1 of ∆9-THC and CBN, and 200 ng mL-1 
of CBD 
<DELTA>9-THC-d3: 2.85
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Figure 9.5. Standard addition calibration curve for CBD (a) and ∆9-THC and CBN (b) 
(0.050 g aliquots of a drug–free hair, 50 ng mL-1 of ∆9-THC-d3 as an internal standard, 
CBD concentrations between 0 and 200 ng mL-1, ∆9-THC and CBN concentrations 
between 0 and 100 ng mL-1). 
 
9.2.2.2 Limits of detection and quantification 
According with the FDA guidance [36], the limit of detection (LOD) and 
the limit of quantification (LOQ) were established through the 3σ/10σ criterion 
(σ is the standard deviation of eleven measurements of a blank). Eleven drug-































Area ratio = 0.0353 [CBN] + 0.0043
r2= 0.998
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free hair sample aliquots (0.005 g) spiked with the internal standard (∆9-THC-
d3 at 50 µg L-1 in the final extract) were subjected to the alkaline sample pre-
treatment and HPLC-MS/MS method, and three times (LOD) or ten times 
(LOQ) the standard deviation (n = 11) of the measurements were divided by 
the mean slope of the standard addition graphs. Calculated LODs referring to 
the hair sample were 0.25, 0.21 and 0.22 ng g-1for ∆9-THC, CBN and CBD, 
respectively; whereas, LOQs were 0.85, 0.71, and 0.74 ng g-1 (∆9-THC, CBN 
and CBD, respectively). These values are lower than the cut-off value of 
cannabinoids in hair for screening analysis proposed by the Federal 
Workplace Drug Testing (1 ng g-1 for marijuana metabolites) [37] and by the 
Society of Hair Testing (100 ng g-1 for marijuana metabolites) [38]. 
9.2.2.3 Precision and accuracy 
In accordance with FDA guidance [36] precision and analytical recovery 
(accuracy) of a bioanalytical method must be subdivided into intra-day 
(precision/recovery during a single analytical run) and inter-day 
(precision/recovery with time) using a minimum of three concentrations in the 
range of expected concentrations. 
Therefore, intra–day precision and intra-day accuracy were assessed by 
subjecting different aliquots from a drug-free hair (blank sample) spiked with 
three concentration levels (low, medium and high) to the proposed alkaline 
sample digestion method and HPLC-MS/MS procedure. Experiments (sample 
pre-treatment and HPLC-MS/MS) were performed in single runs (intra-day 
assays) and in different days (inter-day assays). For all cases, 25 µL of a 
solution containing 0.2 µg mL-1 of ∆9-THC-d3 (internal standard) was added. 
Therefore, the internal standard concentration referring to the solid hair 
sample was 1 µg g-1; whereas, ∆9-THC-d3 concentration referring to the 
extract according to the procedure described in section 2.4. was 50 ng mL-1. 
Measurements were performed using different standard addition calibrations 
covering concentrations of 0, 10, 25, 50 and 100 ng mL-1 (0, 0.2, 0.5, 1.0 and 
2.0 µg g-1) for ∆9-THC and CBN, and 0, 25, 50, 100 and 200 ng mL-1 (0, 0.5, 
1.0, 2.0 and 4.0 µg g-1). The three different concentration levels tested for 
intra-day precision assays were replicated in quintuplicate. The low level was 
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established by spiking drug-free hair with 25 ng mL-1 of ∆9-THC and CBN and 
50 ng mL-1 of CBD; whereas, the medium level was studied by spiking with 50 
ng mL-1 of ∆9-THC and CBN and 100 ng mL-1 of CBD, and the high level was 
tested for spiked samples with 100 ng mL-1 of ∆9-THC and CBN and 200 ng 
mL-1 of CBD. After sample pre-treatment, extracts were analyzed in the same 
run. The relative standard deviations (RSDs) obtained are listed in Table 9.5, 
where it can be seen that RSD values are lower than 4 %, which 
demonstrates good intra-day precision. Table 9.5 also lists the mean relative 
error, calculated taking into account the spiked concentration and the found 
concentration after analysis, and the analytical recovery, obtained after 
applying the following equation: 
 






where [drug]found is the found analyte (drug) concentration in the spiked urine 
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CBD       
50 3 2 –5±3 –7±2 95±3 93±2 
100 2 3 2±2 –1±3 102±2 100±3 
200 3 4 1±3 –3±4 101±1 97±4 
CBN       
25 4 6 –3±6 –7±6 97±6 93±4 
50 1 7 6±1 4±7 106±1 104±7 
100 4 4 1±4 –1±4 101±4 99±4 
∆
9THC       
25 4 6 6±4 5±8 106±4 105±6 
50 4 3 –1±4 1±3 99±4 101±3 
100 2 2 1±2 1±2 101±2 101±2 
(a) Intra-day assay (n = 5); (b) inter-day assay (n = 5) 
Table 9.5. Intra–day precision and inter-day precision (RSD/%), intra-day and 
inter-day relative error (Er/%), and analytical recovery (AR/%) of the method 
 
As can be seen in Table 9.5, low intra–day relative errors were obtained, 
while analytical recovery values were within the 95-105 % range, which 
implies good intra-day accuracy. 
Inter-day precision and inter-day accuracy were also established by 
preparing five standard addition curves in five different days, from the same 
drug-free hair sample spiked with the low, medium and high values, as shown 
for intra-day experiments. Table 9.5 also lists the calculated RSDs as well as 
the inter–day mean relative error and inter-day analytical recovery values. 
Good inter-day precision (RSD values within the 2 – 7 % range) and inter-day 
accuracy (analytical recoveries between 93 and 106 %) were obtained. 
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Selectivity of the method was assessed by analyzing seven cannabinoid-
free hair samples by the proposed method. Negligible chromatographic 
signals for the selected precursor ion → product ion transitions were obtained, 
and the developed procedure appears therefore to be selective for assessing 
CBN, CBD and ∆9-THC in hair samples. 
9.3 Applications 
The developed method was applied to fourteen hair samples from 
cannabis users that tested positive for these substances. Each sample was 
subjected twice to the proposed alkaline digestion method, and each extract 
was measured twice by LC-MS/MS. Since a certified reference material was 
not available, the same hair specimens were also analyzed by GC-MS 
(section 10.1.6) for comparative purposes. The concentrations of the analytes 
























Case1 < 60 46±2 108±15 96±5 < 80 60±2 
Case2 < 60 45±2 53±2 57±2 < 80 26±1 
Case3 < 60 20±1 99±3 95±4 117±8 122±6 
Case4 62±1 57±2 220±10 211±13 203±14 210±12 
Case5 < 60 24±1 122±11 132±9 186±15 180±9 
Case6 < 60 59±3 < 40 17±1 < 80 < 0.74 
Case7 < 60 33±2 61±3 67±5 < 80 17±1 
Case8 < 60 68±3 1383±9 1374±6 328±10 335±8 
Case9 1277±15 1308±12a 592±6 585±4 1576±11 1594±10 
Case10 < 60 53±2 < 40 22±1 < 80 26±1 
Case11 < 60 11±1 < 40 12±1 < 80 9.0±0.6 
Case12 < 60 15±1 < 40 7.8±0.4 < 80 8.2±0.3 
Case13 < 60 21±2 < 40 44±2 < 80 8.8±0.5 
Case14 < 60 34±2 < 40 31±1 < 80 76±4 
Table 9.6. Summary of hair specimens positive for cannabis 
 
The high sensitivity of the developed method (due to of the use of 
tandem MS as a detector) allowed for the determination of targets in hair 
samples for which GC-MS offer values lower than the LOQs. For samples 
exhibiting high enough concentrations for GC-MS detection, ∆9-THC, CBN, 
CBD concentrations were quite similar after applying GC-MS and LC-MS/MS. 
∆
9
-THC concentrations ranged from 11 to 68 ng g-1, although one hair 
specimen showed a concentration of 1308 ng g-1. Similarly, CBD 
concentrations were within the 7.8 – 585 ng g-1 range, although 1374 ng g-1 
was found in one sample. Finally, CBN values were from 8.2 to 335 ng g-1, 
and one sample showed a value of 1594 ng g-1; whereas, CBN was 
undetected in another sample. 
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The developed LC–MS/MS method has proved to be suitable for 
assessing ∆9-THC, CBD and CBN in hair specimens. Due to the short 
chromatographic time of the method (5.0 min), the developed application is an 
appealing methodology for routine (screening and quantitative confirmation) 
analysis in toxicological laboratories which cope with a large number of 
samples. Although the same precursor ion/product ion transition is used for 
∆
9
-THC and CBD, both targets are resolved (retentions times of 2.66 and 2.85 
min for CBD and ∆9-THC, respectively), allowing a simultaneous 
determination. The method also proved to be precise and accurate, and 
achieved sensitivity was found to be high enough so that cut-off levels for 
confirmed cannabis abuse can be assessed. 
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Tal y como se ha señalado en la parte de Justificación y Objetivos, el 
objeto principal de esta Tesis Doctoral ha sido el desarrollo de nuevos 
métodos de preparación de la muestra para la rápida extracción y detección 
de las principales drogas de abuso que desde hace décadas constituyen un 
grave problema a nivel mundial. 
Entre los diferentes materiales biológicos empleados en análisis 
forenses y toxicológicos, el pelo ofrece una información que no se puede 
obtener mediante el análisis de otras muestras biológicas (sangre u orina), 
debido fundamentalmente al tiempo de detección tan prolongado que se 
consigue con esta muestra (meses e incluso años), así como a la posibilidad 
de establecer un perfil cronológico del consumo de drogas, o de conocer la 
asiduidad del mismo. Además, es una matriz muy estable en la que las 
sustancias permanecen prácticamente inalterables. 
En cuanto a las técnicas analíticas empleadas en la determinación de 
drogas de abuso en pelo, las más utilizadas son la GC y la HPLC, que junto 
con detectores de MS o MS/MS ofrecen una sensibilidad y especificidad muy 
elevada. 
A continuación se discutirán aquellos aspectos más relevantes de los 
métodos analíticos desarrollados y su aplicación a muestras reales. 
10.1 HIDRÓLISIS ENZIMÁTICA 
Una fase crítica del análisis de las muestras de pelo es el aislamiento de 
los analitos de la matriz queratínica en la cual están retenidos. En la 
bibliografía se describen diversos métodos para el aislamiento de las drogas 
ilícitas de la matriz queratínica. Éstos se basan en el uso de metanol, 
disoluciones ácidas, o soluciones tampón, en digestiones alcalinas con 
hidróxido sódico acuoso y en digestiones enzimáticas [1-3]. La extracción con 
fluidos supercríticos (Supercritical Fluid Extraction, SFE) también ha sido 




embargo, según Pragst y Balikova [2] este método es poco utilizado debido a 
su alto coste. 
El uso de condiciones alcalinas drásticas, utilizando hidróxido sódico 
acuoso, conduce a una eficiente solubilización de las matrices queratínicas; 
sin embargo, estas condiciones se deben evitar a la hora de determinar 
compuestos inestables en condiciones alcalinas, como por ejemplo, la 
cocaína [1]. Del mismo modo, las disoluciones acuosas ácidas también 
pueden provocar la hidrólisis de algunos analitos, por ejemplo, la hidrólisis 
parcial de COCA a BEG o de 6-MAM a MORF [2].  
Cuando es necesario aislar analitos de estabilidades diferentes bajo las 
mismas condiciones, lo más útil es realizar pretratamientos del pelo utilizando 
pHs moderados. En estos casos, son preferibles tratamientos previos de la 
muestra basados en extracciones con metanol o la hidrólisis enzimática. El 
uso de metanol como disolvente ofrece la ventaja sobre los métodos de 
digestión enzimática de que se pueden realizar inyecciones directas en el 
cromatógrafo de gases sin realizar la limpieza de los extractos de pelo. Sin 
embargo, generalmente se obtienen recuperaciones incompletas del analito y 
formación de ésteres metílicos derivados [2].  
Los tratamientos basados en enzimas proteolíticas son muy útiles para 
la extracción de drogas ilícitas del pelo ya que al requerir condiciones de pH y 
temperatura moderadas, no tiene lugar la hidrólisis de los analitos. La 
hidrólisis enzimática consiste en la reducción de los puentes disulfuro de la 
queratina bajo determinadas condiciones de pH, temperatura y fuerza iónica. 
Después de la acción de la hidrólisis enzimática, una fracción variable del 
analito es liberada de la matriz del pelo y puede ser adecuadamente 
determinado. La pronasa E y la proteinasa K son las enzimas más 
comúnmente utilizadas para la hidrólisis de proteínas del pelo [1,2,7-10], 
aunque también se emplean mezclas de β-glucuronidasa/arilsulfatasa [11]. 
Offidani y cols. [7] mejoraron la hidrólisis enzimática del cabello con DTT y 
dodecil sulfato sódico durante el tratamiento enzimático. La presencia de DTT 





se incuba con la muestra de cabello durante [7,10] o antes [8,9] de la 
hidrólisis enzimática. 
Para la extracción de los opiáceos (COD, MORF y 6-MAM) y de la 
COCA y su metabolito BEG, se ha observado que los rendimientos de 
extracción son mayores cuando se utilizan hidrólisis enzimáticas que cuando 
se utiliza la hidrólisis alcalina o la extracción con metanol [12]. Por este 
motivo, en esta Tesis Doctoral se ha decidido emplear la hidrólisis enzimática 
en el tratamiento previo de las muestras de pelo. Sin embargo, una 
importante desventaja de la hidrólisis enzimática es el tiempo necesario para 
completar el proceso de hidrólisis, comúnmente en el rango de 6 a 24 h. Este 
hecho, junto con el uso de un método de limpieza eficiente, hace que la 
hidrólisis enzimática del pelo sea una metodología tediosa y laboriosa.  
En este trabajo se ha estudiado la aplicación a la hidrólisis enzimática de 
la energía de ultrasonidos y de la técnica de MSPD con el objetivo de acortar 
los tiempos y mejorar la extracción de los analitos. 
 
10.1.1 HIDRÓLISIS ENZIMÁTICA ASISTIDA CON ULTRASONIDOS 
Desde hace años, la energía de ultrasonidos ha sido aplicada con éxito 
para acelerar la hidrólisis enzimática en materiales biológicos para la 
extracción de elementos traza y especies organometálicas, reduciendo el 
tiempo de hidrólisis a 30 min usando baños de ultrasonidos [13] y a 2 min 
usando sondas ultrasónicas [14]. 
El largo tiempo de pretratamiento para hidrólisis enzimática convencional 
se atribuye al hecho de que la enzima debe romper las membranas celulares 
antes de atacar químicamente el contenido citosólico. Los cortos tiempos de 
hidrólisis enzimática en presencia de US podrían ser debidos a que el 
proceso de sonicación rompe las membranas celulares, permitiendo un 
contacto directo de la estructura citosólica y las enzimas [13]. 
Para el desarrollo de este método se ha hecho un estudio evaluando las 
variables implicadas en el procedimiento de hidrólisis (temperatura, pH, 




ultrasonidos y tiempo de hidrólisis). Los resultados muestran cómo afecta el 
pH a la extracción de cocaína (efecto negativo) y a la BEG (efecto positivo), 
mientras que no es un factor relevante para los opiáceos. Este hecho 
concuerda con datos bibliográficos en los que se refleja la inestabilidad de la 
COCA en condiciones alcalinas [1] y la inestabilidad de la BEG en 
condiciones ácidas [2], y con datos que muestran la no dependencia del pH 
por parte de la MORF y la COD [1]. En cuanto a la fuerza iónica fue 
significativa para la COCA mientras que el tiempo de hidrólisis fue un factor 
relevante para la extracción de 6-MAM.  
La importancia de variables como el pH y la fuerza iónica se debe a que, 
aunque el proceso de hidrólisis esté asistido por los ultrasonidos, la liberación 
de las drogas de la matriz se atribuye a la actividad enzimática, 
principalmente controlada por pH y fuerza iónica. La temperatura resulta ser 
menos importante que pH y fuerza iónica, lo que concuerda con datos 
previamente publicados sobre hidrólisis enzimática asistida por ultrasonidos 
para la extracción de metales y compuestos organometálicos [13,14]. 
Es importante destacar que no existen factores significativos que afecten 
a la extracción de COD y MORF, lo que explica que pueden ser extraídas 
eficazmente bajo un amplio rango de condiciones operacionales. Este hecho 
concuerda con el comportamiento ácido de ambos opiáceos, lo que conlleva 
una incorporación menos eficiente de estas drogas a la matriz del pelo (la 
basicidad es uno de los factores que ayuda a la incorporación efectiva de una 
sustancia al cabello). Ya que el pH y la fuerza iónica fueron los factores más 
significativos para las drogas básicas (COCA y BEG, drogas más fuertemente 
unidas a la matriz) se han optimizado en un estudio posterior. El resto de 
variables han sido fijadas en función de los resultados del estudio previo. 
El método optimizado ha sido validado y aplicado a muestras de cabello 
de sujetos consumidores de las drogas estudiadas. Estas muestras también 
fueron sometidas a procedimientos de hidrólisis enzimática convencional. Los 
resultados obtenidos por ambos métodos fueron similares, hecho que ha sido 





La energía de ultrasonidos ha sido empleada eficazmente para la 
aceleración de la hidrólisis enzimática del pelo con Pronasa E (USEH), 
consiguiendo completar el procedimiento de hidrólisis en 30 minutos, 
reduciendo drásticamente el tiempo requerido en condiciones 
convencionales. 
Se ha intentado aplicar un procedimiento análogo para la hidrólisis 
enzimática de los compuestos cannabinoides (THC, CBD y CBN), pero en 
este caso los resultados no han sido los deseados. Se realizaron pruebas con 
β-glucuronidasa/arilsulfatasa y se realizó un estudio con Pronasa E y DTT, en 
el que el factor más significativo resultó ser el pH, cuyo valor óptimo fue de 
11.4. Analizando una muestra de pelo tras someterla al procedimiento con 
irradiación de US y en ausencia de la enzima, se vio que las concentraciones 
de cannabinoides extraídas eran similares a las que se obtenían en presencia 
de la Pronasa E, lo que concuerda con el hecho de que a ese pH la enzima 
ya no presenta actividad proteolítica, por tanto la extracción se atribuye 
únicamente al pH alcalino necesario para liberar los cannabinoides de la 
matriz queratínica. 
En la bibliografía, los métodos de pretratamiento utilizados para 
determinar cannabinoides en pelo se caracterizan en su gran mayoría por el 
empleo de hidrólisis alcalina [15,16,17,18,19,20,21,22,23,24,25], siendo un 
método simple, rápido y efectivo. La hidrólisis enzimática se suele utilizar en 
otras matrices biológicas como la orina, en la que predominan los derivados 
glucurónidos del ∆9-THC, que poseen enlaces éter que no son susceptibles 
de romperse bajo condiciones alcalinas [26,27,28,29]. 
10.1.2 HIDRÓLISIS ENZIMÁTICA ASISTIDA MEDIANTE MSPD 
La técnica de MSPD ofrece la posibilidad de simultanear la etapa de 
extracción y clean-up para eliminar sustancias coextraídas presentes en los 
extractos, lo que reduce el tiempo del procedimiento global. Además, se trata 
de una técnica simple y económica, dado que no se requiere un 
equipamiento específico. El procedimiento de preparación de la muestra 




tóxicos y a una concentración menor) ya que los analitos tienden a estar más 
débilmente retenidos a una nueva fase formada por la matriz de la muestra-
soporte sólido después de la mezcla mecánica de la muestra con el 
dispersante [30,31]. Además, el pretratamiento de la muestra se lleva a cabo 
bajo condiciones moderadas (presión atmosférica y temperatura ambiente), lo 
que minimiza la degradación de los componentes de la muestra. 
La MSPD implica la disrupción de la arquitectura de la muestra mediante 
la mezcla mecánica con el dispersante, esta disrupción de las membranas 
celulares de la muestra puede promover un contacto más eficiente de la 
enzima con el contenido citosólico, permitiendo reducir los tiempos de 
hidrólisis enzimática. 
 Como dispersante para la MSPD hemos utilizado la alúmina (ver sección 
10.2). Nuestro primer estudio estuvo dirigido hacia la manera en como 
debíamos emplear la enzima, esto es, como sólido para dispersar 
conjuntamente con la muestra y el dispersante, o disuelta en la disolución 
tampón que utilizaríamos como eluyente. Esta segunda opción fue la que 
produjo mejores resultados; una explicación a este hecho sería que en el 
primer caso la enzima no se solubiliza suficientemente durante la elución, lo 
que provocaría que en la práctica la cantidad de enzima disuelta capaz de 
realizar la hidrólisis fuese baja. La mezcla de la enzima con el dispersante 
sólido y la muestra ha demostrado ser útil cuando se aplica la extracción de 
líquidos presurizada (Pressurized Liquid Extraction, PLE) para asistir la HE en 
la extracción de metales traza [32] y especies organometálicas [33] en 
moluscos. Las altas presiones y temperaturas inherentes a los procesos de 
PLE explican el incremento de solubilidad de la enzima y por ende, su acción 
enzimática. 
El segundo estudio tuvo como objeto dilucidar la necesidad o no del 
empleo de DTT. Este reactivo se usa comúnmente para incrementar la 
actividad enzimática de la Pronasa E. Su actividad se basa en romper ciertos 
enlaces disulfuro presentes en la matriz queratínica, permitiendo una rápida 
acción de la enzima [7]. Los resultados del estudio muestran porcentajes de 





su uso. Este hecho puede atribuirse a la disrupción eficaz de la arquitectura 
de la muestra como consecuencia de la etapa de dispersión que debilita los 
enlaces analitos-matriz y aumenta la eficacia de la Pronasa E. 
El siguiente estudio realizado ha sido la optimización de las variables 
que afectan al proceso de MSPD-EH. En cuanto a los factores inherentes a la 
hidrólisis con Pronasa E como son el pH y la fuerza iónica, éstos han sido 
fijados en unos valores óptimos obtenidos en un estudio previo (ver sección 
10.2). Así pues, las variables que hemos optimizado en este caso han sido la 
relación cantidad de dispersante/cantidad de muestra, la concentración de 
Pronasa E y el volumen de la disolución tampón (1.4M/1.4M Tris/HCl a pH 
7.3). Los resultados del estudio muestran un efecto negativo de la 
concentración de la enzima para todos los analitos excepto la MORF, lo que 
implica que la hidrólisis enzimática funciona mejor cuando trabajamos con 
cantidades menores de enzima. Sin embargo, la variable volumen de 
disolución tampón es significativa para COD y 6-MAM, con un efecto positivo, 
lo que indica que su extracción se incrementa con volúmenes más altos de la 
disolución, y por tanto, con una mayor cantidad de enzima.  
La evaluación de las superficies de respuesta nos lleva a elegir unos 
valores de compromiso para las variables estudiadas. Debido a las bajas 
recuperaciones de la mayoría de los analitos cuando se emplean 
concentraciones altas de Pronasa E, se fija el valor óptimo en el más bajo 
(1mg mL-1). De manera similar, como para los opiáceos COD y 6-MAM se 
obtienen mayores rendimientos cuando se utilizan volúmenes altos de 
disolución tampón, esta variable se fija en su valor máximo (6mL). 
Finalmente, la relación cantidad de dispersante/cantidad de muestra resulta 
no ser significativa así que se fija en un valor intermedio, que implica el uso 
de 2.25g de alúmina. 
Como se ha expuesto al principio de la sección, la MSPD ofrece como 
ventaja el hecho de poder realizar la extracción y clean-up (SPE) en el mismo 
paso. Tras realizar pruebas con el procedimiento MSPD-EH-SPE on column y 




similares, por tanto el método de MSPD-EH-SPE on column se propone 
como procedimiento integrado de extracción, clean-up y preconcentración. 
Podemos concluir que la MSPD es una técnica útil para acelerar el 
aislamiento de cocaína y opiáceos en pelo mediante HE. La disrupción de la 
muestra como consecuencia de la MSPD permite un contacto más rápido y 
eficiente de la enzima con la matriz queratínica permitiendo reducir 
considerablemente el tiempo de HE. El uso de enzimas para la liberación de 
drogas básicas como la cocaína y los opiáceos ofrece la ventaja de 
garantizar la integridad de los analitos gracias a las condiciones moderadas 
que requieren las enzimas. El procedimiento integrado de MSPD-EH-SPE on 
column permite reducir los largos tiempos de hidrólisis enzimática 
convencionales (12-24h) a poco más de 30 min. 
Después de haber desarrollado los dos métodos para asistir la HE del 
pelo, es decir, el método de USEH y MSPD-EH podemos decir que el USEH 
es más cómodo y menos tedioso para el analista puesto que se pueden 
procesar varias muestras a la vez en el baño de ultrasonidos, mientras que 
en el método MSPD-EH tenemos que dispersar cada muestra por separado, 
pesando la cantidad de dispersante y pelo de cada vez y empaquetando la 
mezcla en cada jeringa. En cuanto al tiempo este último método quizás 
resulte ser más rápido ya que engloba la SPE on column conectando la 
jeringa de MSPD-EH al cartucho de SPE, mientras que en el caso de USEH 
los extractos necesitan ser centrifugados para luego extraer el sobrenadante 
y proceder a la SPE off line. 
El método de MSPD-EH posee otras ventajas frente al USEH que se 
basan en no necesitar un equipamiento específico como en este caso un 
baño de ultrasonidos, o la posibilidad de evitar el uso de DTT, lo que siempre 
conlleva un gasto económico. Pero la MSPD-EH tiene un gran inconveniente, 
también económico, el gasto de Pronasa E es mucho mayor que en el caso 
del USEH; por cada muestra procesada mediante USEH se necesita 1,25mg 
de enzima mientras que en el caso de MSPD-EH se requieren 6 mg, este 
hecho debe ser tenido en cuenta máxime cuando los recursos económicos 






10.2 DISPERSIÓN DE MATRIZ EN FASE SÓLIDA PARA LA 
EXTRACCIÓN DE DROGAS DE ABUSO EN PELO. 
Como se ha expuesto en la sección anterior, la MSPD es una técnica 
simple y económica, que consiste en la disrupción de la arquitectura de la 
muestra mediante la mezcla mecánica de la misma con un dispersante 
[30,34,35], lo que conduce a una nueva fase formada por la matriz de la 
muestra-soporte sólido en la que los analitos tienden a estar más débilmente 
retenidos. De este modo, la extracción puede llevarse a cabo utilizando 
reactivos/disolventes menos tóxicos o en cantidades inferiores, y bajo 
condiciones operacionales moderadas. Así, se garantiza la integridad de los 
analitos y el procedimiento puede considerarse respetuoso con el 
medioambiente. 
A pesar de que la MSPD había sido utilizada para aislar numerosos 
compuestos orgánicos [30,31,34] incluyendo especies organometálicas 
[36,37], la aplicación para extraer drogas de matrices como el pelo aun no 
había sido investigado.  
El primer estudio realizado estuvo dirigido a la elección de la disolución 
extractante (eluyente). Decidimos probar el metanol ya que es un disolvente 
orgánico ampliamente utilizado para el aislamiento de drogas del pelo [2], 
especialmente cuando la extracción está asistida con ultrasonidos [38,39]; 
por otra parte, disoluciones diluidas de ácido clorhídrico (HCl) también se 
suelen emplear para extraer drogas básicas como cocaína, opiáceos y 
metabolitos, así como anfetaminas y metadona [2,40]. 
Tras realizar pruebas con metanol y HCl diluido (0.1M) utilizando como 
dispersante C18 , observamos que mientras que la COCA se comporta de 
manera similar en ambos casos, la COCA-d3 (estándar interno), la BEG, la 6-
MAM y sus correspondientes deuterados sólo se observan cuando 
empleamos HCl. En cuanto a la COD y la COD-d3 se observan en ambos 
casos pero los picos cromatográficos en el caso del metanol son más anchos 
y altos que los esperados, lo que se puede atribuir a un gran nivel de 




El siguiente estudio tuvo como objeto elegir el agente dispersante más 
adecuado para nuestros analitos. Se estudiaron diferentes materiales polares 
para MSPD en fase normal, incluyendo soportes sólidos basados en silica, 
utilizados ampliamente en aplicaciones de MSPD [34,35], como el C18 , y 
soportes inertes [31] (tierra de diatomea, arena de mar). La alúmina N (óxido 
de aluminio activo neutro), utilizada cuando se evalúan compuestos polares 
como sulfonamidas [41] y Florisil (gel de sílice-magnesio sintético) [36] un 
material que ha adquirido popularidad en los últimos años para la MSPD en 
fase normal [31], también se han tenido en cuenta. Los resultados de este 
estudio muestran que la MSPD con alúmina proporciona concentraciones 
más altas para todos los analitos. También ofrecen buenos resultados, 
excepto para la MORF, el C18, la arena de mar y la tierra de diatomea. Los 
soportes basados en sílica muestran una clara afinidad para retener la 
MORF. Esta afinidad (la MORF tiene dos grupos –OH en su estructura) 
puede explicarse debido a que los silanoles no derivatizados de la superficie 
de los soportes sólidos basados en sílica pueden interacturar con los grupos 
–OH formando enlaces de hidrógeno. En cuanto al Florisil, se obtuvieron 
concentraciones bajas para todas las drogas. Estas bajas recuperaciones 
eran predecibles ya que este tipo de dispersante se suele utilizar para retener 
compuestos polares [42]. Finalmente, elegimos a la alúmina como agente 
dispersante. 
Una vez elegidos el eluyente y el dispersante, el siguiente estudio es el 
que corresponde a la optimización del resto de variables que afectan a la 
MSPD, que son: la relación masa de alúmina/masa muestra (A/M), el 
volumen de HCl y la concentración de HCl. Los resultados muestran que el 
factor más estadísticamente significativo es la concentración de HCl, 
obteniéndose mayores recuperaciones cuánto más alta es la concentración. 
A partir del estudio detallado de los resultados elegimos unas condiciones de 
compromiso, que incluyen el volumen de HCl más bajo (4mL), una relación 






Viendo que las mayores concentraciones para los analitos fueron con 
concentraciones de [HCl] de 0.577M decidimos hacer una optimización 
univariante de este factor en el rango de 0.6-1.0M. Se obtuvieron resultados 
similares para todas las concentraciones estudiadas, de modo que fijamos el 
valor óptimo en 0.6M. Aunque la hidrólisis ácida parcial de algunas drogas 
básicas (COCA y 6-MAM) puede tener lugar cuando se realizan extracciones 
con disoluciones concentradas de HCl [2], en este caso y tras realizar 
pruebas en este sentido se comprobó que no se producía hidrólisis de COCA 
ni de 6-MAM. 
Como se ha mencionado anteriormente, la MSPD ofrece como ventaja el 
hecho de poder realizar la extracción y clean-up (SPE) en el mismo paso. 
Valoramos la posibilidad de incluir el relleno de SPE en la misma jeringa 
donde colocamos la mezcla dispersada, pero fue imposible ya que algunos 
de los reactivos necesarios para acondicionar los cartuchos podrían extraer 
parcialmente los analitos y otras sustancias no deseadas. Como solución a 
este inconveniente, acondicionamos los cartuchos de SPE previamente a ser 
conectados con la jeringa de MSPD. Tras realizar pruebas con este 
procedimiento y compararlo con el correspondiente de MSPD y USEH-SPE 
off-line (jeringas con 60mg de soporte sólido Oasis HLB) se obtuvieron 
resultados similares, excepto para MORF y 6-MAM cuyos valores fueron algo 
superiores en el caso de la SPE on column (cartuchos con 225mg de soporte 
sólido Oasis HLB). Este hecho se atribuye a la masa de soporte en los 
cartuchos de SPE (225mg) superior al de las jeringas (60mg). 
Hemos demostrado la aplicabilidad de la MSPD para la extracción de 
cocaína y opiáceos en pelo. El aislamiento de las drogas de la matriz, así 
como la etapa de clean-up y preconcentración se consiguen gracias a la SPE 
on column en 30min, lo que reduce considerablemente el tiempo requerido 
para completar las extracciones con HCl convencionales asistidas con 
ultrasonidos o la hidrólisis enzimática convencional.  
Comparando este método de MSPD con el MSPD-EH hemos de decir 




Pronasa-E, simplemente se utiliza un disolvente comercial con el que cuenta 
todo laboratorio como es el HCl. 
Se ha intentado desarrollar un método de MSPD de manera análoga 
para los compuestos cannabinoides pero de nuevo los resultados han sido 
infructuosos. A continuación describiremos las pruebas que hemos realizado 
para intentar aplicar la MSPD a la extracción de THC, CBD y CBN en pelo. 
Antes de nada, vamos a detallar el procedimiento convencional que se 
sigue con los compuestos cannabinoides en nuestro laboratorio. Partiendo de 
una masa de pelo de 50 mg, se le añade el estándar interno (25 µL de THC-
d3 [10 µg mL-1]), 0.5 mL de NaOH 2 M y se mantiene en estufa a 95 ºC 
durante 10 min (completa disolución del pelo). El siguiente paso es una LLE 
con 5 mL de hexano/acetato de etilo (9:1); después de centrifugar se separa 
la fase orgánica que procedemos a evaporar bajo corriente de N2. A 
continuación se reconstituye el extracto con 20 µL de MeOH y se inyectan 2 
µL en el cromatógrafo de gases. En la Figura 10.1 se muestra un 
cromatograma de una muestra de pelo positivo a THC, CBD y CBN siguiendo 
el pretratamiento convencional. 
 
 







Así pues, el primer estudio que planteamos tuvo como objeto la elección 
del dispersante. Para ello, partiendo de una masa de pelo de 50 mg, y 
utilizando como eluyente 4 mL de NaOH 0.25 M, probamos los siguientes 
dispersantes (2 g): alúmina, C18, arena de mar, Florisil y tierra de diatomea. 
Como resultado de este estudio descartamos como dispersantes la alúmina y 
el Florisil (utilizado para sustancias más polares) y continuamos con C18, 
arena de mar y tierra de diatomea, pero se presenta un problema grave ya 
que en los cromatogramas no se aprecia el estándar interno (THC-d3). 
En las siguientes pruebas disminuimos la [NaOH] a 0.1 M y 0.05 M, 
cambiamos de muestra de pelo y preparamos otra disolución del patrón 
interno (P.I.) pero seguimos sin poder detectar el THC-d3. 
 Para poder explicar qué pasa con el patrón interno preparamos cuatro 
experimentos, utilizando C18 como dispersante en este caso: 
1) C18 + P.I. (sin pelo) y eluyendo con NaOH 0.25 M 
2) C18 + pelo y eluyendo con NaOH 0.25 M (añadimos el P.I. junto con 
el eluyente) 
3) Pretratamiento convencional 
4) C18 + P.I. + pelo y eluyendo con NaOH 2M 
Las Figuras 10.2, 10.3 y 10.4 muestran los cromatogramas obtenidos 
en las pruebas 1), 2) y 4) respectivamente. 
 











Figura 10.4. Cromatograma correspondiente a la prueba 4). 
 
 
 Como podemos observar, tanto en la prueba 1) como la 4) no aparece el 
patrón interno, lo que quiere decir que el problema no está en la muestra de 
pelo ni en la [NaOH], sin embargo, en la prueba 2) sí observamos al THC-d3, 
por tanto existe una interacción entre la NaOH y el dispersante que provoca 





 En este punto, probamos el uso de otro tipo de sustancia como 
dispersante, en este caso nanotubos de carbono pero el resultado seguía 
siendo el mismo. Por otra parte, decidimos preparar la NaOH en MeOH en 
vez de en agua pero al hacer la LLE con hexano/acetato de etilo se formaba 
una única fase turbia, con un precipitado. Además, probamos la elución con 
NaOH 2 M en caliente pero se también se formaba un precipitado. 
 Como la NaOH interaccionaba de alguna forma con el dispersante, 
probamos a eluír directamente con la mezcla de hexano/acetato de etilo (9:1) 
y con acetonitrilo (AcN) utilizando al igual que en las pruebas anteriores C18. 
La Figura 10.5 corresponde a la elución con hexano/acetato de etilo, y 
aunque vemos que sí aparece el patrón interno, al igual que en el caso del 
AcN, los cromatogramas presentan numerosas señales no deseadas, 
consecuencia de un gran nivel de impurezas en los extractos.  
 
 
Figura 10.5. Cromatograma de la muestra utilizando como eluyente 
hexano/acetato de etilo (9:1). 
 
 Para intentar reducir las impurezas, realizamos una etapa de limpieza on 
column colocando en el fondo de la jeringa de MSPD 1 g de C18 y a 
continuación hacemos pruebas otra vez con los dispersantes que habíamos 
propuesto desde el principio. Los cromatogramas obtenidos apenas mejoran; 
decidimos entonces hacer la limpieza con Florisil y alúmina (2 g) y utilizando 




concluimos que no es posible aplicar la técnica de MSPD a la extracción de 
compuestos cannabinoides del pelo de manera satisfactoria. 
 Después de comprobar que la MSPD no era útil para aislar los 
cannabinoides del pelo, decidimos estudiar la posibilidad de hacer una 
extracción asistida con energía de microondas (MW). Para ello, partiendo de 
100 mg de pelo, un tiempo de extracción de 5 min y a una temperatura de 
100 ºC, hicimos 4 pruebas para elegir un disolvente adecuado (volumen de 
10 mL): 
A. 5 mL de H2O + 5 mL de hexano/acetato de etilo (9:1) 
B. 5 mL de H2O + 5 mL de hexano 
C. 10 mL de hexano/acetato de etilo (9:1) 
D. 5 mL de NaOH 0.5 M + 5 mL de hexano/acetato de etilo (9:1) 
 
 En la Figura 10.6 se muestra el cromatograma correspondiente a la 
prueba C aunque los cromatogramas de las otras pruebas son muy similares. 
Se puede observar que la línea base es muy alta para la abundancia de los 
compuestos de interés y las señales no son las deseadas. 
 
 
Figura 10.6. Cromatograma correspondiente a la prueba C (10 mL 







 En vista de los estudios que hemos realizado podemos concluir que no 
se ha encontrado un método que produzca mejores resultados que el 
pretratamiento convencional que se viene utilizando desde hace años en 
nuestro laboratorio. 
10.3. APLICACIÓN DE LA LC/ESI-MS/MS A LA DETERMINACIÓN DE 
DROGAS DE ABUSO EN PELO. 
 En lo referente a la etapa de determinación analítica, la GC y la HPLC se 
utilizan generalmente como técnicas analíticas para la separación de drogas 
de abuso y sus principales metabolitos. La espectrometría de masas (MS) y 
la espectrometría de masas en tándem (MS/MS) acopladas a GC o HPLC 
proporcionan una gran especificidad y sensibilidad como sistemas de 
detección. La HPLC ofrece varias ventajas sobre la GC, como son la 
posibilidad de realizar el análisis evitando la etapa de derivatización y requerir 
tiempos de análisis más cortos [43]. Sin embargo, en general, el tiempo 
requerido para una resolución eficiente de los diferentes analitos por parte de 
GC o HPLC suele ser largo [2]. Estos largos tiempos de separaciones en GC 
y HPLC, además de los tediosos pretratamientos de muestra que incluyen 
diferentes etapas de clean up antes de los análisis por GC-MS o HPLC-MS, 
hacen el procedimiento global muy largo y nada cómodo cuando trabajamos 
con un gran número de muestras. Para solventar este problema, en los 
últimos años han surgido nuevos enfoques que se han llevado a la práctica 
para obtener separaciones cromatográficas rápidas. Como ejemplo, cocaína 
y diferentes opiáceos han sido determinados en orina mediante UPLC (Ultra 
Performance Liquid Chromatography) con detección MS/MS, permitiendo la 
separación de los analitos en aproximadamente 5 min [44]. Además, cuando 
las transiciones seleccionadas son específicas de un analito y diferentes de 
los otros, la detección con MS/MS puede ser específica y no ser necesaria 
una separación cromatográfica completa. Es el caso de la aplicación de Liao 
y col. cuando determinan codeína y morfina en plasma mediante HPLC-ESI-
MS/MS, en la cual ambos analitos no se separan pero pueden ser 




 La posibilidad del análisis directo con MS/MS se ha explorado también 
para medicamentos antiinflamatorios no esteroideos (Non-steroidal Anti-
inflammatory Drugs, NSAIDs) [46], y verapamil y su metabolito norverapamil 
[47] en suero humano. En otros casos, la desorción con ionización por 
electrospray y la espectrometría de masas en tándem (DESI-MS/MS) se ha 
utilizado para determinar directamente anfetaminas, opiáceos, cannabinoides 
y benzodiacepinas en muestras de orina [48]. En esta ocasión, el análisis 
completo con DESI incluyendo la espectrometría de masas en tándem se 
puede llevar a cabo para cada muestra en menos de 30 s. 
 Aunque no existen muchas aplicaciones del análisis directo con MS/MS 
para drogas, este interesante enfoque se viene utilizando comúnmente en los 
programas de cribado neonatal para cuantificar el nivel de aminoácidos y 
acilcarnitinas en spots se sangre seca para la detección de metabolitos 
asociados a enfermedades tratables [49]. En otras ocasiones, se han 
desarrollado métodos para determinar enzimas lisosomales [50], esteroides 
suprarrenales, [51,52] o colesterol e hidrocolesterol [53]. 
 Nuestro objetivo en este caso ha sido desarrollar y aplicar un método de 
ESI-MS/MS para la determinación de cocaína y opiáceos en muestras de 
pelo. 
Dentro de la técnica de LC-MS el empleo de la espectrometría de masas 
en tándem (LC-MS/MS) ofrece una sensibilidad y especificidad superior en el 
análisis de las sustancias de interés, si se compara con el empleo de un solo 
cuadrupolo. En este tipo de instrumentos, cuando se opera en modo MRM es 
posible detectar niveles de analitos muy bajos en las matrices biológicas 
complejas, a menudo reduciendo la preparación de la muestra y el tiempo de 
análisis.  
 En nuestro caso la fuente de ESI ha operado en modo positivo; de este 
modo, el primer paso que hemos seguido ha sido realizar un estudio de la 
fragmentación de los compuestos de interés, es decir, COCA, BEG, COD, 
MORF Y 6-MAM, que en estas condiciones se encontraban en su forma 






300.0, 286.0 y 328.0, respectivamente, m/z que fueron utilizados como iones 
precursores. Los iones producto de estos [M+H]+ se obtienen de la segunda 
fragmentación; los fragmentos más abundantes corresponden a m/z de 
182.2, 168.0, 165.2 y 165.2 para COCA, BEG, COD y MORF, 
respectivamente. Para la 6-MAM, la m/z más abundante era 165.2; sin 
embargo, las medidas basadas en la transición 328.0 → 165.2 conducían a 
una baja sensibilidad y precisión. Este hecho concuerda con los resultados 
expuestos por Huang y col. [54], y tal como proponen estos autores 
seleccionamos como ion producto para la 6-MAM el 211.1. El mismo estudio 
de fragmentación se realizó para los estándares deuterados. Monitorizando 
las transiciones para cada analito y estándar deuterado, se procedió a la 
optimización de los diferentes parámetros operacionales de la fuente ESI con 
el fin de obtener la máxima sensibilidad. Una mezcla de 
acetonitrilo/agua/ácido fórmico (70/29.95/0.05) se utilizó para transportar a los 
analitos y los estándares deuterados (100 µg L-1) hacia la fuente ESI. La 
temperatura de la fuente resultó ser el parámetro más importante, 
principalmente para la COCA y la BEG. Debido a la baja volatilidad de los 
analitos, la ionización disminuye cuando se trabaja a bajas temperaturas. Por 
este motivo, fijamos la temperatura en 400 ºC.  
 Metanol/agua (95/4.95), y acetonitrilo/agua (70/29.95) han sido las 
disoluciones empleadas para la elección de la fase móvil (FM). Estudios 
preliminares muestran una mejor ionización para todos los analitos (mayor 
sensibilidad) cuando se utilizan mezclas de acetonitrilo/agua en vez de 
metanol/agua. Por tanto, evaluamos diferentes composiciones de 
acetonitrilo/agua (70/29.95, 80/19.95 y 90/9.95) modificadas con una cantidad 
fija de ácido fórmico (0.05% (v/v)). Los resultados muestran que las mejores 
condiciones de ionización para todos los compuestos (mayor sensibilidad) 
tienen lugar con una composición de acetonitrilo/agua de 80/19.95/0.05. El 
siguiente estudio tuvo como objetivo evaluar el efecto de de la proporción de 
ácido fórmico en la FM. Para ello y partiendo de 0.05% fuimos incrementando 
la proporción de ácido fórmico hasta 0.150%, observando que a 0.125% se 
obtenían la mejor sensibilidad e ionización de los analitos. De este modo, la 




 El pretratamiento de la muestra aplicado en este método ha sido el de la 
sección 10.2, es decir, MSPD utilizando HCl como eluyente. 
 La validación del método de MSPD-ESI-MS/MS se realizó de acuerdo 
con las normas de la FDA (Food and Drug Administration) [55]. Los 
resultados demostraron que el método es preciso y exacto. En cuanto a los 
límites de detección (LODs), se obtuvieron valores de 2.1, 2.2, 1.3, 11.7 y 2.0 
ng g-1, para COCA, BEG, COD, MORF y 6-MAM, respectivamente. Estos 
valores son inferiores a los valores de cut-off propuestos por diferentes 
sociedades científicas, como la Society of Hair Testing (SoHT) (≤ 0.2 µg g-1 
para opiáceos, ≤ 0.5 µg g-1 para COCA, y  ≤ 0.05 µg g-1 para metabolitos de 
la COCA); la Gesellschaft für Forensische und Toxikologische Chemie 
(GTFCh) (≤ 0.2 µg g-1 para opiáceos, ≤ 0.2 µg g-1 para COCA, y ≤ 0.1 µg g-1 
para metabolitos de la COCA); y la Société Française de Toxicologie 
Analytique (SFTA) (0.5 µg g-1 para opiáceos y COCA) [2]. 
 Los procedimientos de MSPD-ESI-MS/MS y USEH-ESI-MS/MS se han 
aplicado a 10 muestras de pelo procedentes de consumidores de drogas. 
Además, se ha aplicado a estas mismas muestras un método convencional 
(de referencia) que implica la detección/cuantificación mediante GC-MS 
utilizando la hidrólisis enzimática convencional con Pronasa E. Aplicando un 
test t de Student se confirma que los resultados obtenidos por ESI-MS/MS y 
por EH-GC-MS son estadísticamente similares, ya sea utilizando la MSPD o 
el método de USEH como pretratamiento. 
 Hemos demostrado la aplicabilidad de la técnica de ESI-MS/MS para la 
determinación de COCA, BEG, COD, MORF y 6-MAM en pelo procedente de 
consumidores de drogas. La cocaína y los opiáceos se ionizan fácilmente 
mediante ESI operando en modo positivo, y el método de ESI-MS/MS 
desarrollado ofrece una gran sensibilidad para los compuestos estudiados, en 
especial para la COCA y la BEG. La detección y cuantificación simultánea de 
las cinco drogas puede realizarse satisfactoriamente en 90 s, lo que reduce 
drásticamente el tiempo requerido cuando se realiza la separación 
cromatográfica de estas sustancias usando GC o HPLC. Este hecho junto 





empleamos USEH y 20 min para el uso de MSPD) permite realizar el análisis 
de estos analitos en pelo en tiempos muy cortos (alrededor de 35 min con 
USEH y 25 min con MSPD), lo que es deseable en un laboratorio forense, 
donde se trabaja a diario con multitud de muestras.  
 De manera análoga, quisimos aplicar un método de ESI-MS/MS para la 
determinación de los compuestos cannabinoides, THC, CBD y CBN, pero en 
este caso no pudimos prescindir de la separación cromatográfica debido a 
que el ∆9-THC y el CBN poseen una estructura muy similar y presentan el 
mismo patrón de fragmentación (309.3 → 259.3). 
 Los metabolitos utilizados para probar un abuso de cannabis varían en 
función de la muestra clínica empleada en el análisis. Además del ∆9-THC-
COOH, el metabolito ∆9-THC-OH se encuentra a menudo en sangre, y la 
detección de ambos analitos se utiliza para probar el consumo de cannabis 
[56]. La presencia del ∆9-THC en sangre también puede ser empleado para 
este propósito. La ventana de detección para este compuesto es reducida 
(hasta 10-12 h después del consumo de cannabis), aunque depende de la 
dosis y de si el uso es ocasional o crónico, en este último caso se puede 
exceder con creces este tiempo. Los metabolitos carboxilados e hidroxilados 
del THC pueden detectarse en orina hasta 12 días después del uso de la 
droga [57]; mientras que las concentraciones de estos dos analitos en pelo 
son muy bajas [58]. La bibliografía muestra que el THC, así como otros 
cannabinoides como el CBD y el CBN se encuentran en el pelo a niveles 
moderados. El CBD y el CBN se utilizan comúnmente en el análisis de pelo 
para el consumo de cannabis en vez del THC. Esto se debe a que la 
presencia de THC en los extractos de pelo, así como sus altos niveles, 
pueden ser una consecuencia de la descarboxilación del ácido ∆9-
tetrahidrocannabinólico A (∆9-THCA-A) cuando se llevan a cabo 
pretratamientos de la muestra convencionales como la hidrólisis alcalina [59]. 
El ∆9-THCA-A está presente en el cannabis y puede encontrarse en el pelo 
de consumidores debido a contaminación externa [60]. La determinación del 
abuso de cannabis analizando THC, CBD y CBN en pelo, debe garantizar la 




hecho que se ha demostrado con estudios in vitro para THC y CBN ya que la 
exposición pasiva al humo de marihuana puede tener como resultado una 
adsorción externa de los cannabinoides al folículo piloso [61]. 
 Como ya hemos dicho, la evaluación de un consumo de cannabis a 
través de la determinación de los metabolitos carboxilados e hidroxilados del 
THC en pelo es muy difícil debido a la baja concentración de estos analitos. 
Sin embargo, en la bibliografía reciente se pueden encontrar algunos casos 
en los que se analiza ∆9-THC-COOH en pelo. Marsili y col. [62] propusieron 
el uso de GC-MS/MS operando con ionización química negativa utilizando 
metano como gas reactivo para la determinación de ∆9-THC-COOH en pelo. 
El LOD obtenido fue 50 pg mg-1 [62] posteriormente mejorado por otros 
autores hasta 0.1 [63] y 0.015 pg mg-1 [64]. Han y col. [23] propusieron un 
método de GC-MS/MS para determinar ∆9-THC y ∆9-THC-COOH en pelo. El 
método permitía la determinación de ambos analitos siguiendo un mismo 
pretratamiento de la muestra y sin derivatización; las concentraciones de ∆9-
THC-COOH encontradas estuvieron en el rango de 0.10-11.68 pg mg-1. La 
LC-MS/MS usando triple cuadrupolo y un analizador de masas orbitrap 
también ha sido propuesta para determinar bajas concentraciones de ∆9-
THC-COOH en muestras de pelo [65]. Se obtuvo una mejora de la 
sensibilidad acoplando ionización química de superficie activada combinada 
con la ionización con electrospray (SACI-ESI) para ambos analizadores de 
masas. Dulaurent y col. [66] han propuesto recientemente un método LC-
MS/MS usando un espectrómetro de masas cuadrupolo/cuadrupolo/trampa 
de iones para analizar ∆9-THC-COOH, ∆9-THC, CBD y CBN en pelo. 
Obtuvieron un límite de cuantificación (LOQ) de 0.2 pg mg-1. Sin embargo, 
la mayoría de los procedimientos desarrollados en pelo para determinar 
abuso de cannabis se centran en analizar ∆9-THC [67], y más comúnmente 
∆
9
-THC conjuntamente con CBD y CBN [22,59,66,68-79]. La mayoría de los 
métodos desarrollados están basados en detección GC-MS 
[22,67,68,69,70,71,72,73,74,78,79], aunque recientemente han aparecido en 
la bibliografía aplicaciones con GC-MS/MS [75,76] y LC-MS/MS [59,77]. El 
uso de la espectrometría de masas en tándem como detector para GC y LC 





mejora de la sensibilidad en los métodos de GC-MS después de una etapa 
previa de derivatización de los analitos con N-metil-N-tert-butildimetilsilil-
trifluoroacetamida (MTBSTFA) [71,72,73], N,O-
Bis(trimetilsilil)trifluoroacetamida (BSTFA) [78], y con cloruro de tert-
butildimetilsilil (TBDMSiCl) [72]. Sin embargo, es necesario señalar que esta 
etapa de derivatización previa a GC-MS puede conducir a largos tiempos de 
pretratamiento de muestra. Se han publicado datos de precisión y exactitud 
intradía/interdía inferiores al 15% cuando se emplea LC-MS/MS [59,66,77]; 
mientras que valores inferiores al 18% se han dado en el caso de GC-MS y 
GC-MS/MS [22,67,68,71,74,75,76,78,79]. Es importante destacar que una 
ventaja inherente a los métodos de LC-MS/MS es que no se necesita la 
derivatización de los analitos, de manera que se puede manejar directamente 
los extractos. 
 El número de aplicaciones de LC-MS en relación a la determinación de 
THC se ha incrementado notablemente en los últimos tres años, mientras el 
uso de la GC ha disminuido. La evolución de la tecnología en la fabricación 
de los sistemas y columnas de LC, el desarrollo de instrumentos de 
espectrometría de masas más sensibles, el ahorro de tiempo debido a que no 
se necesita la etapa de derivatización y la posibilidad de determinar el 
compuesto libre y sus analitos conjugados (como los glucurónidos) hace de la 
LC-MS la técnica analítica preferida para la determinación de THC y sus 
metabolitos en diferentes muestras biológicas [80]. 
 Nuestro objetivo ha sido desarrollar un método rápido y sensible para 
determinar THC, CBD y CBN en muestras de pelo procedentes de 
consumidores mediante LC-MS/MS. Se ha propuesto el empleo de una 
columna cromatográfica de nuevo diseño (una fase estacionaria con tamaños 
de partícula más pequeños que en las columnas convencionales, y por ende 
de menor longitud) que ha permitido reducir los tiempos de separación 
cromatográfica a menos de 15 min (tiempo cromatográfico publicado por Roth 
y col. [59] cuando utilizan LC-MS/MS). Como método de pretratamiento de la 




laboratorio [22] que ha demostrado ser un método rápido y eficaz para aislar 
los analitos de la matriz queratínica. 
 En este caso la fuente de ESI ha operado en modo positivo; de este 
modo, el primer paso que hemos seguido ha sido realizar un estudio de la 
fragmentación de los compuestos de interés, es decir, THC, CBD y CBN, que 
en estas condiciones se encontraban en su forma protonada [M+H]+, con 
relaciones de masa/carga (m/z) de 315.3 para THC y CBD, 311.2 para CBN y 
318.2 para el THC-d3; dichas m/z fueron utilizadas como iones precursores. 
Los iones producto de estos [M+H]+ se obtienen de la segunda 
fragmentación; los fragmentos más abundantes corresponden a m/z de 
232.2, para el CBN, 262.3 para el THC-d3, y 259.3 para THC y CBD, que 
muestran un patrón de fragmentación similar. Debido a ello, se han realizado 
experimentos intentando variar parámetros que afectasen a la fragmentación 
de la m/z 259.3 para obtener un ion producto diferente que nos permita 
obtener una transición ion precursor/ion producto distinta para ambos 
analitos. Sin embargo, el espectro de fragmentación resultó ser el mismo bajo 
las diferentes condiciones empleadas. De este modo, fue necesaria una 
separación cromatográfica efectiva para distinguir el THC y el CBD puesto 
que la transición utilizada para ambos compuestos fue la misma (315.3 → 
259.3). Monitorizando las transiciones para cada analito y el estándar 
deuterado, se procedió a la optimización de los diferentes parámetros 
operacionales de la fuente ESI con el fin de obtener la máxima sensibilidad. 
 Las condiciones cromatográficas iniciales implicaban 0.1% de ácido 
fórmico en acetonitrilo y en agua, como fases móviles A y B, 
respectivamente, a un flujo constante de 400µL min-1 y una temperatura del 
horno de la columna de 50 ºC que conducían a un tiempo de retención de 
2.65 min para el CBN, mientras que el THC y el CBD coeluían a un tiempo de 
2.70 min. Se hicieron modificaciones posteriores para intentar acortar el 
tiempo de cromatografía de 12 a 5 min, y para alcanzar un cambio más 
rápido de la fase acuosa (fase móvil B) por la fase orgánica (fase móvil A). 
Además, el flujo se incrementó de 400 µL min-1 a 500 µL min-1 después de 3 
y 2 min, en los cuales la proporción de fase orgánica (fase móvil A) se 





dos condiciones de gradiente, pero finalmente elegimos el gradiente después 
de los 2 min porque se acortaba más el tiempo cromatográfico (tiempo total 
de 5 min). 
 El efecto de la temperatura del horno de la columna se estudió en el 
rango de 20-60 ºC. Los tiempos de retención de los compuestos disminuían 
al aumentar la temperatura de 20 (3.57, 3.66 y 3.43 min para CBN, THC y 
CBD, respectivamente) a 30 ºC (2.27, 2.86 y 2.66 min para CBN, THC y 
CBD, respectivamente). Cuando incrementamos la temperatura entre 30 y 60 
ºC, los tiempos de retención se mantenía aproximadamente constantes. La 
sensibilidad para el THC parece ser independiente de la temperatura del 
horno de la columna, mientras que para CBD y CBN se observa una mayor 
respuesta cuando la temperatura del horno de la columna es de 40 ºC. Por 
tanto, este es el valor que fijaremos como óptimo. 
 El siguiente paso fue la evaluación del efecto de la concentración de 
ácido fórmico (0.05, 0.1 y 0.2 % (v/v)) en las dos fases móviles estudiadas. 
Los resultados muestran que cuando se utiliza una concentración de 0.1 % 
(v/v) el CBD y especialmente el CBN exhiben una mayor respuesta. En el 
caso del THC la influencia del ácido fórmico fue menos importante. De esta 
manera, fijamos la concentración de ácido fórmico en 0.1 % (v/v). 
 La validación del método se realizó de acuerdo con las normas de la 
FDA [55]. Lo primero que hicimos fue evaluar la posible existencia de efecto 
matriz, comparando la media de las pendientes de tres calibraciones externas 
diferentes y tres calibraciones con adición estándar. Los resultados mostraron 
que existía una supresión de la señal como consecuencia del efecto matriz 
derivado de los componentes del pelo. Así pues, para una determinación 
exacta, las calibraciones se deben realizar mediante la técnica de adición 
estándar. 
 El método ha demostrado una buena precisión y exactitud intradía e 
interdía. 
 En cuanto a los LODs y LOQs, se obtuvieron valores de LODs de 0.25, 




valores de LOQs fueron de 0.85, 0.71 y 0.74 ng g-1 (THC, CBN y CBD, 
respectivamente). Estos valores son inferiores a los valores de cut-off para 
screening de cannabinoides en pelo proporcionados por la Federal 
Workplace Drug Testing (1 ng g-1 para metabolitos de la marihuana) [81] y 
por la SoHT (100 ng g-1 para metabolitos de la marihuana) [82]. 
 El método desarrollado se aplicó a catorce muestras de pelo 
procedentes de sujetos consumidores de cannabis. Cada muestra se sometió 
a la digestión alcalina y posteriormente fue medido por LC-MS/MS. Como no 
disponemos de material de referencia, estas mismas muestras se analizaron 
además por GC-MS, con fines comparativos. A la vista de los resultados, 
cabe destacar que gracias a la gran sensibilidad del método desarrollado 
(debido al uso de la espectrometría de masas en tándem como detector) ha 
sido posible la determinación de analitos en las muestras de pelo para los 
cuales la GC-MS ofrece valores inferiores a los LOQs. Para las muestras que 
presentaban concentraciones suficientemente altas como para ser 
detectadas por GC-MS, se observan concentraciones similares de THC, CBD 
y CBN después de aplicar GC-MS y LC-MS/MS.  
 Como conclusión podemos decir que el método desarrollado de LC-
MS/MS ha demostrado ser adecuado para la determinación de THC, CBD y 
CBN en muestras de pelo. Debido al corto tiempo cromatográfico del método 
(5 min) la aplicación desarrollada es una metodología interesante para los 
análisis de rutina (screening y confirmación cuantitativa) de los laboratorios 
de toxicología que tienen que lidiar con un gran número de muestras. A pesar 
que el THC y CBD comparten la misma transición ion precursor/ion producto, 
ambos analitos son resueltos (tiempos de retención de 2.66 y 2.85 min para 
CBD y THC respectivamente), permitiendo una determinación simultánea. El 
método ha demostrado ser preciso y exacto, y ha conseguido una elevada 
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1. La energía de ultrasonidos ha sido empleada eficazmente para la 
aceleración de la hidrólisis enzimática del pelo con Pronasa E en la 
determinación de cocaína y opiáceos; consiguiendo completar el 
procedimiento de hidrólisis en 30 minutos, reduciendo así 
drásticamente el tiempo requerido en condiciones convencionales. 
 
2. La aplicación de la hidrólisis enzimática para extraer compuestos 
cannabinoides utilizando Pronasa E y β-glucuronidasa/arilsulfatasa 
no ha dado buenos resultados. Esto es debido a que a pesar de 
haber empleado el pH óptimo para el normal funcionamiento de la 
enzima (pH neutro) las recuperaciones de los analitos fueron bajas. 
Un incremento del pH originó mejores recuperaciones analíticas, pero 
sin embargo, éstas son atribuidas al efecto extractante de la 
disolución buffer empleada. Este mismo resultado se obtuvo tanto en 
presencia como en ausencia de radiación de ultrasonidos. 
 
3. La dispersión de matriz en fase sólida es una técnica útil para 
acelerar el aislamiento de la cocaína y opiáceos en pelo mediante 
hidrólisis enzimática. La disrupción de la muestra como consecuencia 
de la MSPD permite un contacto más rápido y eficiente de la enzima 
con la matriz queratínica permitiendo prescindir del uso del DTT 
como activador y reduciendo considerablemente el tiempo de 
hidrólisis enzimática. 
 
4. El procedimiento integrado de MSPD-EH-SPE on column permite la 
extracción, clean-up y preconcentración de los analitos en una sola 
etapa, por lo que se pueden reducir los largos tiempos de hidrólisis 
enzimática convencionales (12-24h) a poco más de 30 minutos. 
 
5. El procedimiento de MSPD desarrollado sin enzimas es igual de 
rápido, efectivo y menos costoso al utilizar HCl diluido como eluyente. 
 
6. No ha sido posible aplicar la técnica de MSPD a la extracción de 




estándar interno y las impurezas en los extractos resultantes hacen 
imposible aplicar esta técnica de manera satisfactoria. 
 
7. El método de ESI-MS/MS para la determinación de cocaína y 
opiáceos en pelo permite la detección y cuantificación simultánea de 
los analitos en 90 segundos, lo que reduce drásticamente el tiempo 
requerido cuando se realiza la separación cromatográfica de estas 
sustancias utilizando cromatografía de gases o cromatografía de 
líquidos. 
 
8. Los límites de detección obtenidos en el método de ESI-MS/MS son 
inferiores a los valores de cut-off propuestos por diferentes 
sociedades científicas. 
 
9. Los procedimientos de MSPD-ESI-MS/MS y USEH-ESI-MS/MS se 
han aplicado a muestras procedentes de sujetos consumidores; 
dichos resultados fueron comparados con los obtenidos para las 
mismas muestras sometiéndolas a un método de referencia 
utilizando hidrólisis enzimática convencional con Pronasa E y 
detección mediante GC-MS, obteniéndose resultados 
estadísticamente similares. 
 
10. No ha sido posible la detección directa mediante ESI-MS/MS de los 
compuestos cannabinoides en pelo, debido a que el ∆9-THC y el 
CBN poseen una estructura muy similar y presentan el mismo patrón 
de fragmentación. 
 
11. El método desarrollado de LC-MS/MS ha demostrado ser adecuado 
para la determinación de THC, CBD y CBN en muestras de pelo. A 
pesar que el THC y CBD comparten la misma transición ion 
precursor/ion producto, ambos analitos son resueltos, permitiendo 




12. Los valores de LODs y LOQs obtenidos en el método LC-MS/MS son 
inferiores a los valores de cut-off para screening de cannabinoides en 






































SECCIÓN VI. ANEXOS 





AED  Atomic Emission Detector Detector de emisión atómica 
A/M  Masa de alúmina/Masa de pelo 
APCI Atmospheric Pressure Chemical Ionization Ionización química a 
presión atmosférica 
API  Atmospheric Pressure Ionization Ionización a presión atmosférica 




BEG  Benzoylecgonine Benzoilecgonina 




CBC  Cannabichromene Cannabicromeno 
CBD  Cannabidiol Cannabidiol 
CBG  Cannabigerol Cannabigerol 
CBL  Cannabicyclol Cannabiciclol 
CBN  Cannabinol Cannabinol 
CBND  Cannabinodiol Cannabinodiol 
CE  Capillary Electrophoresis Electroforesis capilar 
CI  Chemical Ionization Ionización química 
CID  Collision Induced Dissociation Disociación inducida por colisión 
CNTs  Carbon Nanotubes Nanotubos de carbono 
COCA  Cocaine Cocaína 






DAD  Diode Array Detector Detector de arreglo de diodos 
DC  Direct Current Corriente continua 
DESI Desorption Electrospray Ionization Desorción con ionización por 
electrospray 
DMSO  Dimethylsulfoxide Dimetilsulfóxido 
DTT  1,4-Dithiothreitol 1,4-Ditiotreitol 
 
E 
ECD  Electron Capture Detector Detector de captura electrónica 
EDDP 2-ethylidene-1,5-dimethyl-3,3-diphenylpyrrolidene 2-etilidin-1,5-
dimetil-3,3-difenilpirrolidina 
EI  Electron Impact Impacto electrónico 
EMCDDA European Monitoring Centre for Drugs and Drug Addiction 
ESI  Electrospray Ionization Ionización por electrospray 
 
F 
FDA  Food and Drug Administration 
FE  Fase Estacionaria 
FID  Flame Ionization Detector Detector de ionización de llama 
FLD  Fluorescence Detector Detector de fluorescencia 
FM  Fase móvil 









GC  Gas Chromatography Cromatografía de gases 
GCB  Graphitized Carbon Black Carbón negro grafitizado 
GLC  Gas-Liquid Chromatography Cromatografía gas-líquido 
GSC  Gas-Solid Chromatography Cromatografía gas-sólido 
GTFCh  Gesellchaft für Forensische und Toxikologische Chemie 
 
H 
HE  Hidrólisis enzimática Enzymatic Hydrolysis 
HER  Heroine Heroína 
HPLC High Performance Liquid Chromatography Cromatografía líquida 
de alta eficacia 
 
I 
ICP  Inductively Coupled Plasma Plasma de acoplamiento inductivo 
 
K 
KM  Constante de Michaelis 
 
L 
LC  Liquid Chromatography Cromatografía de líquidos 
LLE  Liquid-Liquid Extraction Extracción líquido-líquido 
LOD  Limit of Detection Límite de detección 






6-MAM  6-Monoacetylmorphine 6-Monoacetilmorfina 
MIPs  Molecularly Imprinted Polymers Polímeros de impresión molecular 
MORF  Morphine Morfina 
MRM  Multiple Reaction Monitoring Monitorización por reacción múltiple 
MS  Mass Spectrometry Espectrometría de masas 
MSD  Mass Selective Detector Detector selectivo de masas 
MS/MS  Tandem Mass Spectrometry Espectrometría de masas en tándem 
MSPD  Matrix Solid Phase Dispersion Dispersión de matriz en fase sólida 
MTBSTFA N-methyl-N-tert-buthyldimethylsilyl-trifluoroacetamide N-metil-
N-tert-butildimetilsilil-trifluoroacetamida 
MTCS  Methyltriclosan Metiltriclosán 
MW  Microwave Microondas 
m/z  Mass/Charge Masa/carga 
 
N 
NPD  Nitrogen-Phosphorus Detector Detector de Nitrógeno-Fósforo 
NSAIDs Non Steroidal Antiinflammatory Drugs Medicamentos 
antiinflamatorios no esteroideos 
 
O 
OCPs  Organochlorine Pesticides Pesticidas organoclorados 
OEDT  Observatorio Español de las Drogas y las Toxicomanías 
OPEs  Organophosphoric acid triesters Triésteres de ácido organofosfórico 
OPPs  Organophosphate Pesticides Pesticidas organofosforados 
OTA  Ochratoxin A Ocratoxina A 
 




PAHs Polycyclic Aromatic Hydrocarbons Hidrocarburos policíclicos 
aromáticos 
PCBs  Polychlorinated Biphenyls Bifenilos policlorados 
PDA  Photodiode Array Detector Detector de arreglo de fotodiodos 
PDBEs  Polybrominated Diphenyl Ethers Difenil éteres polibromados 
PFCs  Perfluorinated Compounds Compuestos perfluorados 
P.I.  Patrón Interno 
PLE  Pressurized Liquid Extraction Extracción líquida presurizada 
 
Q 
Q  Quadrupole Cuadrupolo 
 
R 
RF  Radio Frequency Radiofrecuencia 
RIA  Radioinmunoassay Radioinmunoensayo 
 
S 
SACI Surface Activated Chemical Ionization Ionización química de 
superficie activada 
SCOT Support-Coated Open Tubular Tubulares abiertas de soporte 
recubierto 
SFC Supercritical Fluid Chromatography Cromatografía de fluidos 
supercríticos 
SFE  Supercritical Fluid Extraction Extracción con fluidos supercríticos 
SFTA  Société Française de Toxicologie Analytique 
SIDA  Síndrome de Inmunodeficiencia Adquirida 




SNC  Sistema Nervioso Central 
SoHT  Society of Hair Testing 
SPE  Solid Phase Extraction Extracción en fase sólida 
SPME  Solid Phase Microextraction Microextracción en fase sólida 
 
T 
TBDMSiCl Tert-butyldimethylsilyl chloride Cloruro de tert-butildimetilsilil 
TCD  Thermal Conductivity Detector Detector de conductividad térmica 
TCS  Triclosán 
TD  Tierra de Diatomea 
∆
8
-THC  ∆8-Tetrahydrocannabinol ∆8-Tetrahydrocannabinol 
∆
9
-THC ó THC ∆9-Tetrahydrocannabinol ∆9-Tetrahidrocannabinol 
∆
9
-THCA-A ∆9-Tetrahydrocannabinolic acid A Ácido ∆9-Tetrahidrocannabinólico 
A 
TOF  Time Of Flight Tiempo de vuelo 
 
U 
UPLC  Ultra Performance Liquid Chromatography Cromatografía líquida 
de alta eficacia 
US  Ultrasound Ultrasonidos 
UV  Ultraviolet radiation Radiación ultravioleta 
 
V 
Vmax  Velocidad maxima 
v/v  volumen/volumen 
 
 




WCOT  Wall-Coated Open Tubular Tubulares abiertas de pared recubierta 

